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AVANT-PROPOS  
Mon travail de thèse a débuté dans l’unité Inserm 694. Mes travaux de recherche ont été 
dirigés par le Pr. Yves Malthièry (directeur de thèse) et le Pr. Pascal Reynier 
(codirecteur). Ils sont, pour partie, une collaboration avec l’unité Inserm 1149 
(Université Paris Diderot) et le Centre Français des Porphyries (CFP).  
L’axe de recherche principal de notre laboratoire est la compréhension des mécanismes 
biochimiques et cellulaires impliqués dans les maladies mitochondriales.   
La mitochondrie est un organite intracellulaire multi-fonctionnel. Sa fonction principale  
est la conversion énergétique, la matrice mitochondriale hébergeant plusieurs voies 
métaboliques comme le cycle du Krebs et la β-oxydation des acides gras. La 
mitochondrie héberge d'autres métabolismes, telle que la synthèse de l’hème.  
La synthèse de l’hème et la mitochondrie présentent plusieurs points communs :  
La synthèse de l’hème, qui s’effectue au sein de la matrice mitochondriale, débute par 
une molécule de succinyl-coA, un intermédiaire du cycle du Krebs. Ce cycle fournit les 
coenzymes réduits, substrats de la chaîne respiratoire mitochondriale. Le succinyl-coA 
est également le précurseur du succinate, le substrat du complexe II de la chaîne 
respiratoire mitochondriale.   
Par ailleurs, la synthèse de l’hème prend partiellement place dans la mitochondrie; 
quatre étapes de cette voie de synthèse se passent au sein de la matrice mitochondriale, 
les autres dans le cytosol.  
La synthèse de l’hème est ubiquitaire. Quelque soit l’organe, l'hème, aboutissement de 
cette voie de synthèse, participe à la structure de plusieurs complexes de la chaîne 
respiratoire mitochondriale; les complexes enzymatiques de cette chaîne contiennent 
sept hémoprotéines. 
Un autre élément commun est le facteur PGC-1α, facteur de transcription précoce qui 
contrôle à la fois l’expression d’une enzyme limitante dans la voie de synthèse de 
l'hème (l’ALA Synthase) et la biogenèse mitochondriale.  
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La voie de synthèse de l’hème peut être perturbée par des déficits enzymatiques, 
héréditaires ou non, qui peuvent concerner les différentes étapes enzymatiques de cette 
voie. Ces déficits sont soit primaires comme dans les porphyries héréditaires, soit 
secondaires à d’autres déficits ou intoxication comme dans la tyrosinémie de type I et le 
saturnisme. Un point commun relie toutes ces pathologies, à savoir le blocage 
enzymatique de cette voie de synthèse, avec deux conséquences, d'une part le déficit en 
hème et d'autre part, l’accumulation des porphyrines ou de leurs  précurseurs comme 
l’acide delta amino levulinique (ALA).  
La porphyrie aiguë intermittente (PAI) se manifeste par des crises abdominales 
douloureuses aiguës, spontanées ou provoquées par la prise de certains médicaments. Si 
la composante neurologique ne semble pas faire de doutes, nous ne savons pas 
précisément quel trouble métabolique est à l'origine de ces crises, le déficit en hème ou 
l'excès de précurseurs tel l'ALA. Ces deux hypothèses seront analysées au cours de 
notre travail.  
L’hypothèse d’un dysfonctionnement mitochondrial a déjà été évoquée à plusieurs 
reprises sans qu’elle soit définitivement vérifiée. D'une part la synthèse des molécules 
d'hèmes sollicite la mitochondrie, d'autre part plusieurs complexes de la chaîne 
respiratoire mitochondriale intègrent des molécules d'hèmes nécessaires à leur bon 
fonctionnement. 
Par ailleurs, la molécule d'ALA, qui présente en elle-même une action oxydante, stimule 
la production de molécules oxygénées réactives (ROS). Ces Espèces Oxygénées 
Réactives, produites par la mitochondrie, présentent une agressivité moléculaire vis-à-
vis des structures mitochondriales et peuvent perturber le bon fonctionnement 
mitochondrial. Par ailleurs, elles présentent également un effet régulateur de cette 
physiologie mitochondriale en se comportant comme des régulateurs transcriptionnels 
de gènes impliqués dans la régulation mitochondriale. 
Au cours des porphyries aiguës, les patients peuvent présenter des signes musculaires 
cliniques comparables à ceux décrits dans certaines maladies  mitochondriales. Le 
muscle squelettique, grand consommateur d’énergie, sollicite fortement la fonction 
mitochondriale; il est  d'ailleurs très riche en mitochondries. Dans les crises aiguës de 
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porphyries le glucose, substrat énergétique mitochondrial par excellence, peut être 
administré, avec bénéfice, à des fins thérapeutiques.  
Le but de ce travail est d'évaluer la participation de la fonction mitochondriale dans les 
troubles de synthèse de l’hème, et de spéculer sur un rôle éventuel  de la mitochondrie 
au cours du développement d'une porphyrie aiguë intermittente, et tout particulièrement 
des crises aiguës. 
Dans un premier temps nous avons mené une étude in vivo dans le but d'explorer le 
métabolisme énergétique mitochondrial dans un modèle murin transgénique de  la 
porphyrie aiguë intermittente. Ce modèle, présentant une double mutation hétérozygote 
du gène de la troisième étape (mitochondriale) de la voie de synthèse de l'hème, suite à 
l’induction par phénobarbital la sourie mime biochimiquement les crises de la porphyrie 
aiguë intermittente, notamment la baisse de l’activité de l’enzyme déficitaire (PBGD ou 
HMBS), une augmentation de l’activité de l’enzyme ALA Synthase et une excrétion 
urinaire accrue de l’acide delta amino-lévulinique. 
 Dans un deuxième temps nous avons réalisé une étude in vitro permettant d'évaluer, sur 
le fonctionnement mitochondrial, l'effet d'un excès d'un des précurseurs de la synthèse 
de l'hème, l'acide delta amino lévulinique. Cette étude a été menée sur une  lignée 
cellulaire hépatique, le foie étant le site principal de la synthèse hémique.        
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I- L’hème, son métabolisme  et ses précurseurs : 
  
I.1: Définition et variétés de molécules d'hème  
Hémoglobine et chlorophylle sont les "pigments de la vie" qui font que le sang est rouge et 
les plantes sont vertes selon (Battersby 1987). 
Dans l'antiquité déjà les Grecs extrayaient un colorant rouge des coquillages de la famille 
des murex et l'utilisaient comme pigment de la couleur pourpre. Cette pourpre, teinture 
rouge violacé profond, est un des éléments culturels majeurs de l'Antiquité 
méditerranéenne, poursuivi jusqu'à nos jours dans des vêtements religieux. D'un point de 
vue chimique, la molécule principale est un dibromoindigo, molécule à noyau phénolique. 
Aujourd’hui le terme grec porphureos, qui signifie pourpre, a donné son nom à une classe 
de pigments la plus abondante dans la nature, les porphyrines. Les composants de cette 
famille de molécules en forme d’anneau se trouvent chez tous les vivants qu’ils soient 
animaux, végétaux, voire certaines bactéries. 
La chlorophylle du monde végétal est une porphyrine liant un atome de magnésium; elle 
est indispensable à la photosynthèse.  
Dans le monde animal, la molécule de porphyrine lie un atome de fer pour former l’hème, 
une molécule indispensable pour le fonctionnement de nombreuses protéines dites 
métalloprotéines. L’hème de l’hémoglobine des globules rouges assure le transport de 
l’oxygène et peut fixer l'oxyde de carbone (Fig1). Le dioxyde de carbone, lui, se fixe à la 
partie globine de cette hémoglobine. Les molécules d'hème entrent également dans la 
composition de protéines de la chaîne respiratoire mitochondriale.  
Insérant le nickel, les porphyrines forment  le coenzyme F430 qui joue un rôle majeur chez 
les bactéries notamment dans le métabolisme du méthane. Liant un atome de cobalt, la 
molécule de porphyrine constitue la vitamine B12, molécule essentielle chez l’homme. 
Toutes ces molécules dites hémoprotéines ont la particularité d’absorber la lumière visible, 
ce qui donne une couleur spécifique aux cellules qui en contiennent, caractéristique de l'ion 
métallique contenu (Dayan 2013). 
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Dans la matrice mitochondriale, l'hème est produit par l'insertion d'un atome de fer à l'état 
ferreux dans une molécule de porphyrine.  
 
Fig 1 : L'hème de l'hémoglobine fixe et transporte le dioxygène dans le sang. 
Chez l’homme, l'hème est un co-facteur important dans plusieurs types de réactions 
biologiques comme le transport de l'oxygène, les réactions d'oxygénase, la régulation des 
activités enzymatiques (Bonkovsky 2013). Il est également le groupement prosthétique de 
protéines comme la guanylate cyclase, les NO synthases, les hydroxylases ou les cyclo-
oxygénases qui synthétisent des molécules de signalisation comme le GMPc, le monoxyde 
d’azote (NO), les hormones stéroïdes, les prostaglandines. L’hème contrôle également, 
outre sa propre synthèse et sa dégradation, l’expression de nombreuses protéines comme la 
globine et il régule la prolifération et la différenciation de nombreux types cellulaires 
(Ponka 1999). 
Les hémoprotéines de la chaîne respiratoire mitochondriale participent au transfert des 
électrons. Cette dernière fonction est indispensable à la conversion énergétique dans les 
cellules eucaryotes à travers le processus d'oxydation phosphorylante (OXPHOS). 
I.2 : Synthèse de l’hème   
La biosynthèse de l’hème est ubiquitaire mais les deux sites majeurs de production sont la 
moelle osseuse (80 % de l’hème synthétisé dans l'organisme) et le foie (environ 15 %) 
(Lyoumi 2011). 
La voie de synthèse, partagée entre la matrice mitochondriale et le cytosol, est constituée 
de huit étapes enzymatiques (Fig2). La première étape consiste en formation d'une 
molécule d'acide delta amino-levulinque (ALA) par condensation d’un acide aminé, la  
glycine et d'un intermédiaire du cycle de Krebs, le succinyl-Coenzyme A. Cette réaction, 
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qui se produit au sein de la matrice mitochondriale, est catalysée par une enzyme, l'ALA 
synthase (ALAS). Cette étape est considérée comme limitante, l’activité de l’ALAS étant 
régulatrice de l’ensemble de la voie de synthèse de l’héme. L'ALA quitte la mitochondrie, 
traverse la membrane mitochondriale probablement par un canal transporteur à ce jour non 
identifié. Dans le cytosol, deux molécules d'ALA se condensent pour former le deuxième 
précurseur le porphobilinogène (PBG) sous l'action de l'enzyme ALA deshydratase 
(ALAD). Ensuite, 4 molécules de PBG sont polymérisées par l'enzyme PBG désaminase 
pour former un premier tétrapyrrole linéaire, l'hydroxymethylbilane  (HMB). Cette 
molécule d'HMB est ensuite cyclisée pour former l'uroporphyrinogène (Uro'gen I)  par 
l'action de l'enzyme URO 3 Synthase. Puis cette  molécule subit une étape de 
décarboxylation  par l'enzyme  uroporphyrinogène décarboxylase (URO D) pour former la 
coproporphyrinogène, réaction se produisant dans la matrice mitochondriale grâce à 
l'action de la coproporphyrinogène oxidase (CPOX). Cette molécule CPOX est ensuite 
convertie en protoporphyrinogène. La suite du processus de synthèse se produit dans la 
mitochondrie par l'action d'une enzyme nommée protoporphyrinogène oxydase (PPOX) 
permettant la formation de la protoporphyrine IX (PP). L’étape finale est catalysée par 
l'enzyme Ferrochelatase (FECH) connue aussi sous le nom d'hème synthase qui introduit 
un atome de fer à l’état ferreux dans la PP pour former l'hème. 
La synthèse de l'hème commence donc dans la mitochondrie par un intermédiaire du 
métabolisme énergétique (le succinyl CoA), et après plusieurs étapes partagées entre 
cytosol et mitochondrie se terminera dans la mitochondrie, par constitution du produit 
final, la molécule d'hème (Siddesh 2014). 
 
 20 
 
Fig 2a : Voie de synthèse de la molécule d'hème 
 
 
Fig 2b : Biosynthèse de hème. (Hematologica  2014) 
 21 
I.3 : Régulation de la synthèse hépatique de l'hème  
La voie de synthèse de l'héme est régulée principalement par la première enzyme de 
processus de synthèse, l'ALAS. Cette enzyme à deux isoformes, l'une virtuellement 
ubiquitaire mais essentiellement hépatique (ALAS1) et l'autre érythroïde (ALAS2). 
La régulation de l'ALAS est tissu spécifique, et l'on parle d'une régulation hépatique et 
d'une régulation érythroïde. 
I.3.1 : Régulation transcriptionnelle  
En dehors du tissu érythroïde et notamment dans la cellule hépatique, l'hème exerce 
un rôle inhibiteur  sur la transcription du gène codant pour l'ALAS1 (rétro-contrôle 
négatif). 
Le glucose et d'autres intermédiaires du métabolisme glucidique inhibent aussi la 
transcription du gène de l’ALAS1, notamment par l’intermédiaire du  peroxisome 
proliferator activated coactivator 1 alpha (PGC-1 α) (Hanschin 2005) 
Le PGC-1 α est un co-activateur de plusieurs récepteurs nucléaires et facteurs de 
transcription. Il contrôle ainsi la biogenèse mitochondriale et le métabolisme oxydatif 
(OXPHOS) dans plusieurs tissus tels que le tissu adipeux, les muscles squelettiques, 
le cœur et le foie. 
Dans le tissu hépatique, le PGC-1 α est induit et activé pendant les périodes de jeûne 
lorsque le foie passe du métabolisme glucidique au métabolisme des acides gras. Il a, 
par ailleurs, été montré que l’expression du gène codant pour  PGC-1α, induit une 
augmentation de l’expression du gène de l’ALAS1. (Fig3). (Scassa 2004) et qu'il 
aurait donc  un rôle déterminant dans la sévérité de la crise de porphyrie induite chez 
un modèle murin de porphyrie aiguë. (Hanschin 2005) 
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Fig 3 : Lien entre PGC-1 α et l’expression de l’ALAS1 dans la cellule hépatique 
(Hanschin C. 2005) 
I.3.2 : Régulation post transcriptionnelle   
Dans la cellule hépatique, grâce à un épissage  alternatif, deux formes d'ARNm 
d'ALAS sont produites, une forme majeure et une forme mineure qui se différencient 
par leur extrémité 5' non traduite. L’hème régule négativement la stabilité de la 
forme majeure en la décomposant au stade post-transcriptionel, tandis que la forme 
mineure est plus résistante aux effets de l’hème (Roberts 2001). 
I.3.3 : Régulation post traductionnelle  
L’hème peut réguler l’ALAS1 dans la phase post traductionnelle, en diminuant le 
transport vers la mitochondrie de la pré-ALAS1 (Daily 2005).  
Il a été montré, récemment, que l'hème accentue la dégradation mitochondriale de 
l'ALAS1 grâce à une protéase ATP dépendante, LONP1, qui contrôle le turnover 
sélectif des protéines mitochondriales matricielles (Tian 2011) 
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I.4 : Catabolisme de l’hème   
L’hème est principalement dégradé dans la rate et le foie. La première étape consiste en la 
cassure du noyau tétrapyrrole, produisant de la biliverdine et libérant un atome du fer et du 
monoxyde de carbone. La biliverdine est ensuite transformée en bilirubine sous l’action de 
la biliverdine oxydase. Cette bilirubine sera excrétée par le foie vers les canaux biliaires 
(Fig4). 
Cette procédure de dégradation est contrôlée par l’hème oxygénase (HMOX), première 
enzyme de la voie de dégradation de l’hème qui développe donc une action limitante et 
régulatrice sur l’ensemble de cette voie. Il existe deux isoformes de cette enzyme, HMOX1 
et HMOX2. 
Le gène de l’HMOX1 est exprimé à de faibles niveaux. Sa transcription est induite par des 
facteurs de stress chimique ou physique (ROS, choc thermique…), son propre substrat, 
l’hème et certaines métallopophyrines (Fig4). 
Contrairement à l’HMOX1 le gène de l’HMOX2 n’est  pas inductible. Cette isoforme est 
abondante dans le cerveau et les testicules. Sa fonction principale est la production du 
monoxyde du carbone, qui est un vasodilatateur et une molécule de signalisation (Siddesh 
2014) 
 
Figure 4 : L'hème est dégradé sous forme de bilirubine 
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I.5 : L’hème dans la chaîne respiratoire mitochondriale  
La chaîne respiratoire mitochondriale assure le flux séquentiel des électrons, à partir d'un 
substrat à faible potentiel de réduction jusqu'à l'O2. Ce transfert multi-électrons se passe au 
niveau de la membrane interne de la mitochondrie via les quatre complexes de la chaîne 
respiratoires. Ces derniers contiennent des hémoprotéines, des flavines et des protéines fer-
soufre.  
Les cytochromes sont des protéines de transfert d’électrons. Elles renferment un atome de fer 
octaédrique coordonné par quatre liaisons coplanaires à quatre atomes d'azote de la molécule 
de porphyrine, constituant la molécule d'hème. Trois types d'hèmes sont rencontrés dans les 
cytochromes, l'hème a, l'hème b et l'hème c. L'hème a se retrouve dans les cytochromes a et 
a3 (cytochrome oxydase), l'hème b dans les cytochromes b562 et b565 (cytochrome 
réductase), l'hème c dans les cytochromes c et c1. On distingue trois classes de cytochromes 
caractérisés par le type d'hème qu'ils renferment et leur spectre d’absorption.   
Chaque type de cytochrome, sous sa forme réduite (Fe+2), présente trois bandes d’absorption 
dans la région visible. La bande de longueur d’onde la plus élevée est proche de 600nm pour 
le cytochrome a, de 560 nm pour le cytochrome b et 550 pour le cytochrome c.   
Les groupements héminiques des cytochromes a et b sont reliés de façon non covalente à leur 
protéine associée, l’hème du cytochrome de type c est attaché de façon covalente par 
l’intermédiaire d’un résidu de cystéine. Le potentiel standard de réduction de l’atome de fer, 
dans l’hème, dépend étroitement de son interaction avec les chaînes latérales de la protéine et 
donc est différent pour chaque cytochrome. 
Les cytochromes de type a et b et certains de type c sont des protéines intégrales de la 
membrane. Une exception remarquable est le cytochrome c des mitochondries qui constitue 
une protéine soluble qui s’associe, par des liaisons électrostatiques, à la surface externe de la 
membrane interne des mitochondries.  
Dans la mitochondrie, les cytochromes sont présents au niveau de la membrane interne. Sept 
molécules d’hème font partie des cytochromes embarqués dans les complexes de la chaîne de 
transfert des électrons (Kim 2012).  
 
 25 
  
 
           
 
Fig. 5 : Structures des trois types d’hème, l’hème a (à gauche), l’hème b (au centre) et l’hème 
c (à droite).  L’hème a possède une longue queue isoprénoïde. L’hème c est lié de façon 
covalente à la protéine du cytochrome c, par l’intermédiaire de deux liaisons thioester sur 
deux résidus de Cys.  
 
Les trois variétés d’hème (a, b, c) rentrent dans la composition des complexes II, III, IX et le 
cytochrome c mobile de la CRM (Hildenbutel 2014). L'hème b constitue un groupe 
prosthétique dans le complexe II (succinate deshydrogénase), et le complexe III.   
Le rôle exact de l'hème b dans le fonctionnement du complexe II reste à élucider. Il pourrait, 
soit participer à la stabilisation des sous-unités transmembranaires, soit participer aux 
mécanismes de prévention contre les effets des ROS  (Yanakovoskaya 2003), soit les deux. 
Dans le complexe III, deux molécules d'hème b participent au transfert des électrons entre 
l'ubiquinol oxydé  et  l'hème c du cytochrome c (Hunte 2003). Dans le complexe IV, l'hème 
a3 fait partie du site catalytique qui réduit l'oxygène, le récepteur final des électrons de cette 
chaîne transporteuse d'électrons (Fig. 6).  
Par ailleurs, il a été montré récemment un rôle critique de l'hème dans l'assemblage des 
complexes de la chaîne respiratoire. En cas de déficit en hème, l'assemblage du complexe II 
pourrait être défectueux (Kim 2012).  
Dans les cellules eucaryotes, la biosynthèse de l'hème est partagée entre le compartiment 
cytosolique et le compartiment mitochondrial. Si les étapes de cette synthèse sont bien 
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connues aujourd'hui, les mécanismes régulant le trafic de l'hème à travers les membranes 
mitochondriales restent obscures (Travaglini 2013). 
 
 
Fig. 6: La distribution des molécules d’hème (b, c, a) au sein des complexes II, III et IX de 
la CRM. 
Les points du potentiel médian sont notés. On constate une tendance de l’augmentation de celui-ci entre 
l’hème b du complexe II et l’hème a3 du complexe IV qui constitue l’accepteur terminal des électrons et le 
site de la réduction de l’oxygène (Kim 2012).                     
I.6 : L’acide delta amino-lévulinique (ALA) :  
L’acide delta amino-levulinique (ALA) est un aminoacétone qui constitue le premier 
métabolite de la voie de synthèse de l’hème. Il est produit par la condensation d'une 
glycine et d'un succinyl-CoA par action d'une l'ALA synthase. Cette molécule s’accumule 
dans le sang et dans les tissus (essentiellement le foie et le cerveau) chez les patients 
atteints d’une porphyrie héréditaire (porphyrie aiguë) ou acquise (saturnisme).  
L’oxydation de l’ALA in vitro génère des molécules comme le 4-5 dioxovaleric acid 
(DOVA), l’ion NH4+ et des ROS (Bechara 2007), le DOVA est doté d’une activité 
génotoxique importante causée par une réaction avec les résidus d’alanine et de guanine de 
l’ADN (Douki 1998).  
Il a été montré que, chez les patients porteurs de porphyrie aiguë intermittente et de 
tyrosinémie, le risque de survenue d’un cancer de la cellule hépatique est plus élevé que 
dans  la population générale. Ce risque est évalué à 35 fois la normale chez les patients 
atteints de PAI. (Lang 2015) et il est plus important lorsque les taux plasmatiques d’ALA 
sont supérieurs de 100 fois la normale (≈ 0.26 µM) (Douki 1998).  
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L’ALA subit une étape d’énolisation suivie d'une oxydation par un superoxyde produisant, 
au final, de l’eau oxygénée H2O2 qui se transformera en radical hydroxyl HO° par une 
réaction de Fenton (Monterio 1989, Bechara 1996). 
Il a été montré in vitro que le DOVA produit à la suite d'une administration d’ALA chez 
les rats, peut causer des dommages au niveau d'organes comme le cerveau, le foie et le 
muscle. L’administration d’ALA chez les rats est accompagnée du déclenchement des 
mécanismes enzymatiques anti-oxydant telle que l’augmentation de l’activité de 
superoxyde dismutase (SOD) et de glutathion peroxydase (GPX), (Rocha et al. 2003).  
Le dosage de l’activité de la SOD et la GPX chez les patients atteints de PAI 
symptomatique a montré des taux de deux fois la normale, tandis que l’augmentation de la 
SOD chez les patients non symptomatique ne dépasse pas les 30% de la normale (Medeiros 
1982). De même, l’activité de la SOD augmente en cas d’intoxication au plomb, de 
manière exponentielle à partir des taux de plomb de 30µg/dl.  
Ces nombreux travaux cités dans la littérature montrent l'effet pro-oxydant de 
l’accumulation de l’ALA dans l’organisme (Fig7).        
 
 
 
Fig 7 : Effets néfastes de l’acide delta amino levulinique (ALA) dans l’organisme. 
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II - Anomalies du métabolisme de l'hème et pathologies (les porphyries) 
Ce sont des maladies liées à un déficit partiel des enzymes de la biosynthèse de l’hème. 
Elles sont réparties en deux formes différentes, héréditaires ou acquises. 
II.1. : Porphyries héréditaires  
On dénombre huit porphyries différentes, toutes sont des pathologies métaboliques 
héréditaires, de transmission autosomique dominante ou récessive. Sept de celles-ci sont 
dues  à un déficit enzymatique spécifique de la voie de synthèse de l’hème la huitième est 
le résultat d’un gain de fonction de l’enzyme ALAS2 (Puy 2010). 
Le blocage enzymatique aboutit à une accumulation en amont des précurseurs comme 
l'acide delta amino-levulinique, du porphobilinogène ou encore des porphyrines (Fig8). 
Ces produits s’accumulent, selon le lieu du blocage, dans le foie ou la moelle osseuse. En 
conséquence, ils sont secrétés dans les différents milieux biologiques de l’organisme : le 
sang, les urines ou les selles (Balwani 2012). 
La production anormalement élevée des précurseurs ou des porphyrines s’associe à 
l’apparition de signes cliniques caractéristiques des porphyries que sont les signes cutanés 
ou les crises aiguës intermittentes de type neuroviscéral ou les deux. 
 
Figure 8 : Les anomalies des différentes enzymes de la voie de synthèse de l'hème              
produisent différents types de porphyries. 
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Les porphyries sont caractérisées par un taux de pénétrance faible (Elder 2012) avec une 
expression clinique extrêmement variable. Chez la plupart des patients peuvent être 
identifiées des facteurs déclenchants exogènes ou endogènes.  (Anderson 2005) 
Les porphyries sont classées selon le lieu du blocage enzymatique en porphyrie hépatique 
ou érythropoïétique (Balwani 2012) 
A.  Les porphyries hépatiques sont en nombre de cinq : 
• Déficit héréditaire en ALAD 
• Porphyrie aiguë intermittente (PAI) 
• Coproporphyrie héréditaire (CH) 
• Porphyrie variégata (PV) 
• Porphyrie cutanée tardive (familiale, sporadique)  
Les quatre premières sont également appelées « porphyries aigues » 
B.   Les porphyries érythropoïétiques sont au nombre de 3 :  
• La porphyrie erythropoïétique congénitale PEC 
• XLDPP gain de fonction ALAS2 
• Protoporphyrie érythropoïétique PPE  
 
II.1.1 : Les porphyries hépatiques aiguës :  
Les patients atteints d’une porphyrie aiguë manifestent des crises aiguës de sévérité 
variable, allant d’une simple douleur abdominale jusqu’à la paralysie respiratoire mettant 
en jeu le pronostic vital. Les crises récurrentes sont communes à toutes les porphyries 
aiguës tandis que les signes cutanés sont exclus de la PAI.  
La PAI est la porphyrie aiguë la plus fréquente et la plus redoutable (Anderson 2001). Elle 
est liée à des mutations du gène PBGD (Namba 1991), elle a un taux de prévalence estimé 
à 1/75000 en Europe, à l'exception du nord de la Suède où elle est plus fréquente 1/1000 
(Schneider 2002), (Floderus 2002) à cause d’un effet fondateur.  
Les porphyries aiguës sont plus fréquentes chez les femmes avec un ratio homme/femme 
égale à ¼ (Bylesjo 2009). L’apparition des symptômes coïncide le plus souvent avec l’âge 
de la procréation chez les femmes (15-45 ans), elle est exceptionnelle avant la puberté ou 
après la ménopause.   
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Le rythme de la survenue des crises est très variable. La plupart des patients développent 
une ou plusieurs crises à moment donné, suivies d'une rémission complète. Moins de 10% 
des patients expriment des crises récurrentes. 
II.1.1.a : Caractéristiques de la crise: 
Les crises de porphyrie aiguë sont habituellement précédées d'une phase prodromique 
associant diversement asthénie, anorexie, insomnie. La symptomatologie clinique de la 
crise de porphyrie aiguë associe douleurs abdominales, troubles neurologiques et/ou 
psychiques. Chacun de ces symptômes peut exister isolément, précéder ou suivre les deux 
autres. Les signes abdominaux apparaissent généralement les premiers et associent 
fréquemment : 
• des douleurs intenses, continues ou paroxystiques, sans localisation prédominante mais 
peuvent être ressenties dans le bas du dos avec une irradiation vers les membres 
inférieurs,  
• des nausées puis des vomissements pouvant entraîner des troubles hydroélectriques 
importants, 
• une constipation tenace alternant parfois avec des épisodes de diarrhée. 
Les patients peuvent présenter des troubles cardiovasculaires comme une tachycardie et 
une hypertension artérielle témoignant d’une hyperactivité sympathique. 
L’examen radiologique ne montre aucune modification. Durant les crises aigues certains 
patients présentent une déshydratation probablement due à une sécrétion inappropriée de 
l’hormone antidiurétique (ADH) qui pourrait expliquer l’hyponatrémie constatée à 
l’examen biologique. Ce déséquilibre ionique peut aboutir à des troubles graves; important, 
il est décrit dans des cas d’épilepsie secondaire.  
Dans ce contexte, la constatation d'une coloration franchement anormale des urines en 
rouge, brun rouge "porto" doit faire évoquer le diagnostic. Mais cet élément majeur peut 
manquer car la coloration anormale apparaît généralement 30 à 60 minutes après émission. 
A ce stade, si aucune erreur thérapeutique n'est commise, l'évolution spontanée de la crise 
est le plus souvent favorable, à fortiori si un traitement adapté est appliqué et les 
éventuelles causes déclenchantes supprimées.  
Cependant, certaines crises aiguës peuvent mettre en jeu le pronostic vital, probablement à 
cause des complications neurologiques sévères de type neuropathie. Cette complication est 
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le plus souvent secondaire à l'administration d’un médicament porphyrinogénique. Cette 
neuropathie menaçante, de type moteur, peut débuter par des douleurs musculaires, 
notamment dans les membres, suivies par une faiblesse musculaire. La faiblesse 
musculaire peut évoluer vers une tétraplégie avec une paralysie respiratoire aboutissant au 
décès (Siddesh 2014). 
La récupération des complications neurologiques est très longue et incomplète. Parfois, des 
séquelles plus au moins sévères peuvent persister. 
Les manifestations cliniques sont peu spécifiques et un bilan biologique est indispensable 
pour faire le diagnostic d’une crise aiguë de porphyrie.  
Une étude américaine faite sur une cohorte de 108 patients présentant une porphyrie aiguë 
(90 PAI, 9 CH, et 9 porphyries variégata) a montré une prédominance féminine (81% des 
patients sont de sexe féminin), avec un début des signes cliniques dans la deuxième 
décennie de la vie; les douleurs abdominales étaient le signe clinique le plus fréquent (73 
% des cas), la fatigue musculaire était fréquente (63% des cas), l’anxiété et la dépression 
étaient présentes également (18 % des cas) et il a été noté une augmentation de la survenue 
d’hypertension artérielle et les  complications rénales (Bonkovsky 2013).    
II.1.1.b : Le diagnostic de la crise aiguë de porphyrie   
Le diagnostic d’une crise aiguë de porphyrie est très souvent évoqué dans le contexte 
clinique décrit, associé à la constatation d'urines foncées ou rouges. Cependant, le 
diagnostic de crise aiguë de porphyrie hépatique doit reposer sur le dosage des précurseurs 
de l'hème dans les urines (séparation en chromatographie d'échange d'ions suivie d'un 
dosage spectrophotométrique). Une augmentation franche des taux urinaires de 
porphobilinogène (PBG) constitue l’élément  principal du  diagnostic (Kauppinen 2002) Le 
dosage de l’ALA n’est pas indispensable pour établir le diagnostic d’une crise aiguë par 
contre il peut être utile pour différencier les autres causes de douleurs abdominales, 
notamment dans le saturnisme et la rare porphyrie liée au déficit en delta amino-
levulinique acide déhydratase (Aarsand 2006).  
L’augmentation d’excrétion urinaire de PBG et d'ALA est commune aux trois porphyries 
aiguës. Néanmoins cette augmentation est plus importante et plus persistante dans la PAI. 
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Si le taux de PBG est 10 fois plus élevé que la normale, le traitement de la crise aiguë peut 
débuter sans attendre le reste des investigations biologiques (Hift 2004). Les examens, 
réalisés a posteriori, auront pour but, d’une part, de typer la porphyrie en étudiant le 
spectre des porphyrines dans les différents milieux biologiques  (sang, selles et urines) et 
d’autre part, de confirmer le diagnostic. Un déficit d'activité enzymatique de 50 % 
confirmera ce diagnostic, sachant que chaque enzyme impliquée dans la voie de synthèse 
de l'hème est responsable d'un type spécifique de porphyrie.  
L'identification d'une mutation génique sera menée si possible. La découverte de celle-ci 
est un pré requis nécessaire pour enclencher une enquête familiale.   
La porphyrie reste longtemps méconnue, le diagnostic étant souvent établi plus d’une 
décennie après l’apparition des premiers signes cliniques (Bonkovsky 2014).    
II.1.1.c : Physiopathologie des porphyries aigues  
La crise aiguë est, dans plus de 50 % des cas, induite par des facteurs déclenchants, les plus 
fréquents étant l'administration de médicaments (barbituriques, sulfamides, oestro-
progestatifs). Ces médicaments, pour être métabolisés, induisent une induction hépatique 
de certains cytochromes P450 qui sont des hémoprotéines. En conséquence, le turnover de 
l’hème s’accentue dans la cellule hépatique avec, comme conséquence, une diminution de 
l’hème intracellulaire. Ce pool d’hème à un rôle régulateur sur la voie de synthèse de 
l’hème car il exerce un rétro-contrôle négatif sur l’activité de la première enzyme de cette 
voie, l’ALAS. L’activité de cette enzyme augmente d’une manière spectaculaire 
(emballement) avec comme conséquence l’accumulation des précurseurs (ALA et PBG) en 
amont du bloc enzymatique. (Fig9) 
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Fig 9 : Physiopathologie des porphyries hépatiques 
Les facteurs nutritionnels, tels que les régimes hypocaloriques, peuvent déclencher des crises 
chez les malades atteints de porphyries. La carence en substrats énergétiques dans la cellule 
hépatique induit des facteurs transcriptionnels tel que le coactivateur PGC1α, qui régule 
l’expression de l’ALAS1. L'activité enzymatique de ALAS1 sera donc augmentée en cas de 
carence énergétique (Hndshim 2005). 
Les épisodes infectieux, toutes les situations de stress et l’inflammation induisent l’expression 
hépatique de l’enzyme hème oxygénase, cette enzyme catabolise l’hème en augmentant le 
besoin en hème, tout cela génère une surproduction des précurseurs de l’hème (ALA, PBG) 
Si le mécanisme du déclenchement de la crise aiguë de porphyrie est assez bien connu, il reste 
à expliquer le lien entre l’accumulation des précurseurs d’hème et le déficit en hème et la 
physiopathologie de la crise (Fig10).  
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Fig10: Physiopathologie de la crise aiguë de PAI (Puy H. et al. 2010) 
L’hypothèse principale est la neurotoxicité des précurseurs de l’hème accumulés dans le foie 
lors des crises aiguës (Meyer 1998). La normalisation des taux des précurseurs de l'hème et 
l'amélioration clinique nette chez des patients atteints de la PAI ayant subi une transplantation 
hépatique plaide en faveur de cette hypothèse. (Soonawalla 2004), (Ashwani  2014). 
Une autre hypothèse a été avancée pour expliquer la neuropathie axonale observée chez les 
patients, à savoir celle d'une carence en hème (Lindberg 1999). L’hème, composant essentiel 
de la CRM, est indispensable au métabolisme aérobie et à la synthèse d’ATP. Par ailleurs, le 
tissu nerveux est un grand consommateur d'énergie et la diminution de synthèse d’ATP peut 
perturber le transport axonal de celui-ci. En outre, l’accumulation des précurseurs de l’hème 
pourrait perturber le fonctionnement de la pompe Na+/K+  axonale, provoquer une altération 
du potentiel membranaire et induire le déclenchement d'un processus d'apoptose (Albert 
2004)  
II.1.1.d : Traitement de la crise aigue :   
La première étape est d'éliminer tout facteur déclenchant ou aggravant de la crise, ainsi que 
tous les médicaments connus pour être porphyrinogéniques. L'apport d'aliments riches en 
carbohydrates visant à corriger une carence calorique semble avoir un effet positif sur 
l'évolution de la crise.  
La deuxième étape est de soulager les douleurs en administrant des analgésiques. Le recours 
aux morphiniques s’avère souvent nécessaire. Les anxiolytiques peuvent aider à restreindre 
les doses de morphine.  
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En règle générale, une crise non compliquée se résout en quelques jours. Le monitoring des 
taux urinaires de PBG n’est pas nécessaire, l'évolution clinique étant le meilleur paramètre 
pour évaluer l'évolution de  la crise. Les crises compliquées par une neuropathie motrice ou 
encéphalopathie peuvent mettre le pronostic vital en jeu. Elles nécessitent une prise en 
charge en réanimation.    
La troisième étape est le traitement spécifique par l’hème. L’administration d’hème est le 
traitement de choix de la crise aiguë. Celui-ci agit en réprimant l’expression de l’ALAS et 
en réduisant les quantités des précurseurs de l'hème (ALA et PBG) accumulés en amont du 
bloc enzymatique. Plusieurs préparations d’hème, administrées par voie intraveineuse, sont 
disponibles; mais l’utilisation d’une solution d’hémine humaine stabilisée par l’arginine 
(Normosang ®) est de loin la plus utilisée (Mustajoki 1993). Le but du traitement par  
Normosang ® est d’éviter les complications neurologiques. Pour être efficace le traitement 
par Normosang ® doit débuter avant l'apparition des complications neurologiques. 
Moins de 10 %  des patients manifestent des crises récurrentes sans qu'il soit identifié un 
facteur déclenchant. Le plus souvent une administration régulière de Normosnag®  à 
hauteur d’une prise par semaine s’avère nécessaire.  
L’hème exogène a prouvé son efficacité lors du traitement des crises aiguës de PAI. 
Pourtant, l’administration de ce médicament n’est pas anodine, plusieurs effets secondaires 
à ce traitement ayant été rapportés, notamment des cas de  phlébites ou de  thromboses, ou 
bien encore des cas de surcharge en fer. Afin de réduire ces effets, de nouvelles pistes 
thérapeutiques sont à l’essai, tout particulièrement des tentatives de thérapie génique. Dans 
un travail récent Yasouda  et al. décrit l'effet bénéfique du siRNA ALAS1 introduit par 
voie veineuse, et cela dans le même modèle animal que celui de notre étude. 
L’administration prophylactique de siRNA ALAS1 a permit à la souris d’échapper à 
l’accumulation d’ALA plasmatique et urinaire induite par phénobarbital. Cet effet 
protecteur a été obtenu grâce à l’inhibition de la transcription de l’ARNm de la l’ALAS1. 
En outre, cet effet  protecteur est dose-dépendant et il est durable dans le temps car une 
dose IV assure une protection durant 2 semaines. Des protocoles cliniques de traitement de 
la PAI humaine sont évoqués par certaines équipes. 
Aujourd'hui, la greffe hépatique est considérée comme un traitement ultime de la porphyrie 
aiguë. A ce jour, un nombre limité de patients en ont bénéficié. Celle-ci permet un retour à 
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la normale des taux urinaires d’ALA et PBG et une disparition des crises (Balwani M and 
Desnick 2012).     
II.1.2 : Porphyries aiguës non hépatiques :     
II.1.2.a : La porphyrie cutanée tardive (familiale, sporadique) f PCT/s PCT    
La PCT est la forme la plus fréquente des porphyries hépatiques chroniques. Elle est 
caractérisée par une photodermatose bulleuse. Sa prévalence en Europe de l'ouest est 
d'environ 1/25 000. Les hommes sont davantage affectés que les femmes. La maladie 
se manifeste chez l'adulte. La PCT est acquise (75 % des cas) ou familiale (25 % des 
cas). La PCT est due à un déficit en uroporphyrinogène décarboxylase (UROD). Ce 
déficit, dans la forme familiale de la maladie, est lié à des mutations hétérozygotes du 
gène UROD entraînant une accumulation de porphyrines (uro et 7-carboxyle 
porphyrines) dans le foie. La transmission est autosomique, dominante et de faible 
pénétrance. La PCT ne présente pas de risque vital et son pronostic est favorable. Elle 
est cependant un facteur reconnu de risque pour le développement du carcinome 
hépatocellulaire. Des études récentes ont montré l’implication des cytochromes de la 
famille des cytochromes P450 (CYP1A2) dans la physiopathologie de la maladie 
(Phillips 2011, (Tchernitchko 2012). 
 
II.1..3 : Les porphyries érythropoïétiques 
• La porphyrie érythropoïétique congénitale (PEC)  
Connue aussi sous le nom de "maladie de Günther", est une forme rare et complexe de 
porphyrie. De transmission autosomique récessive, elle est due à un déficit en 
uroporphyrinogène III synthase (UROIIIS) lié à des mutations du gène codant cette 
enzyme. Il en résulte l'hyperexcrétion et l'accumulation d'uroporphyrinogène I et de 
coproporphyrinogène I.  La PEC se manifeste généralement dès la naissance. La 
gravité de cette maladie est liée d’une part à l’intensité des lésions cutanées entraînant 
souvent des déformations et des mutilations sévères (oreilles, doigts, paupières) et 
d’autre part à des poussées hémolytiques graves nécessitant des transfusions. La 
sévérité de la PEC est inversement proportionnelle à l’activité de l’UROIIIS (Kappas 
1995).  
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• La protoporphyrie érythropoïétique (PPE)   
La PPE est associée à un déficit partiel de l’activité de la ferrochélatase lié à des 
mutations du gène Fech. La transmission est de forme autosomique dominante. Ce 
défaut conduit à une accumulation de protoporphyrine IX dans les érythrocytes, le 
plasma et les selles. A cause de sa faible solubilité, la protoporphyrine IX n'est pas 
excrétée par l'urine. 
Une étude récente a montré que les complications (maladie hépatique chronique 
pouvant évoluer vers l'insuffisance hépatique aiguë) seraient la conséquence de 
l’accumulation de protoporphyrine IX (PpIX) (Lyoumi 2011).  
 
• L’anémie sidéroblastique liée à l’X (ASLX) :  
L’anémie sidéroblastique héréditaire, maladie  récessive liée à l’X est liée à des 
mutations des gènes ALAS2 (Cox 2004) ou ABS7 (transporteur de la membrane 
interne mitochondriale). L’apparition de la maladie est précoce (dès la naissance) 
ou plus tardive (20-30 ans). L’ASLX est caractérisée par une production inadéquate 
de l’hème et une accumulation excessive de fer dans les mitochondries des 
érythroblastes (Bottomley 2004). 
Des données récentes montrent que la perturbation de la région C-terminale de 
l’ALAS2 conduit à la production de la PPIX en excès mais en quantités suffisantes 
pour provoquer une photosensibilité et des dommages hépatiques, en dépit d’une 
activité FECH normale (Whatley 2008). L’ASLX est classiquement sensible au 
traitement par la pyridoxine. 
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II.2 : Les porphyries acquises 
Les porphyries acquises regroupent un certain nombre d’affections ayant pour conséquence 
une accumulation des porphyrines ou des précurseurs, consécutive à une inhibition toxique 
de certaines enzymes de la biosynthèse de l’hème (Nordmann 1994) : 
 
II.2.1: La Tyrosinémie héréditaire de type I  
La tyrosinémie héréditaire de type I est la tyrosinémie la plus sévère. C’est une maladie 
héréditaire à transmission autosomique récessive, causée par un déficit de l’enzyme   
fumarylacétoacétate hydrolase (FAH), entraînant une accumulation caractéristique de  
succinylacétoacétate (SAA) et de succinylacétone (SA). La SA est un puissant inhibiteur 
d’une enzyme clé de la voie de synthèse de l’hème, l'aminolevulinate deshydratase 
(ALAD) dans le foie et les hématies. Cette inhibition secondaire de la voie de synthèse de 
l’héme aboutie à une accumulation de l’ALA dans le sang et les urines et une baisse de 
synthèse de l’hème (Sniderman 2014). 
La prévalence est de l'ordre d'un cas sur deux millions. Dans la forme infantile aiguë 
précoce, l'affection débute entre 15 jours et 3 mois par un syndrome de nécrose 
hépatocellulaire avec vomissements, diarrhée, ictère, hypoglycémie, oedème, ascite et 
syndrome hémorragique. Une complication septicémique est fréquente. S'y associe une 
tubulopathie rénale avec un rachitisme hypophosphatémique. La maladie peut débuter plus 
tardivement par un rachitisme vitamino-résistant lié à la tubulopathie. Non traitée, la 
maladie aiguë peut se compliquer par des crises tyrosinémiques avec des accès de 
polynévrite porphyrique et une dystonie. L'apparition d'hépatomes malins est fréquente.  
Le diagnostic est confirmé par la mise en évidence d'ALA et de succinyl acétone dans les 
urines. Le dosage enzymatique sur fibroblastes est également possible. Le diagnostic 
anténatal est possible par dosage des métabolites, l'étude enzymatique ou la recherche de la 
mutation génique. Le traitement repose sur le NTBC (2-(2-Nitro-4-
TrifluorométhylBenzoyl)-1,3-Cyclohexanedione) en association avec un régime pauvre en 
protéines. Malgré le traitement, un hépatocarcinome peut se développer, caractérisé par 
l'élévation de l'alpha foetoprotéine, et requiet une transplantation hépatique  (Fig11). 
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Fig11 : Voie de catabolisme de la tyrosine. 
Selon l’enzyme inhibée, on distingue trois formes de tyrosinémie : Tyrosinémie Héréditaire de type1 (TH1), 
de type 2 (TH2) et de type 3 (TH3). FAH : FumarylAcétoacétate Hyrdolase, ALAD : ALA Désyhdratase. 
 
II.2.2 : L’intoxication au plomb (Saturnisme)  
L’origine de la toxicité du plomb semble surtout venir de sa capacité à circuler dans les 
chaînes alimentaires (EFSA 2010) et les organismes, en entrant en compétition avec 
d'autres métaux vitaux, dont principalement le calcium, le fer et le zinc. Chez l’adulte, près 
de 95% du plomb présent dans l’organisme est stocké dans l’os.  
Les premiers symptômes du saturnisme viennent de l'interférence négative du plomb avec 
une enzyme essentielle dans la voie de synthèse de l’hème, l’ALAD, tout particulièrement 
au niveau du pont moléculaire dépendant du zinc de cette enzyme. Le plomb inhibe aussi 
une autre enzyme de la voie de synthèse de l'hème, la ferrochélatase qui catalyse la liaison 
de l’ion Fe2+ sur la protoporphyrine IX pour former l'hème. 
L'inhibition de la synthèse de l'hème est responsable de l'anémie saturnine, mais aussi 
d'une accumulation d’ALA et d'une diminution de la concentration des cytochromes 
contenus dans la chaîne respiratoire mitochondriale (Garnier 2005). Il en résulte, outre  
l'accumulation de l’ALA, une augmentation des coproporphyrinogènes et du 
protoporphyrine dans les érythrocytes, ainsi qu'une diminution de la quantité d’hème 
 40 
(Garnier 2005), (Bouchard 2006). La protoporphyrine en excès prend la place de l’hème 
dans l’hémoglobine et fixe du zinc sur le site occupé habituellement par le fer. L'auto 
oxydation de l'ALA serait à l'origine de la formation de radicaux libres. Le plomb se 
substitue par ailleurs au calcium ionisé dans son rôle de second messager cellulaire, ce qui 
expliquerait les anomalies de la transmission (Fig12).  
 
 
 
 
 
Fig12 : Mécanisme d’action du plomb sur la voie de synthèse de l’hème. 
On distingue deux cas d’intoxication, une intoxication aiguë et une intoxication chronique. 
Au cours de l'intoxication aiguë, les douleurs abdominales dites "coliques de plomb", 
évoquent les douleurs abdominales de la crise de porphyrie aiguë, sans que l'on puisse 
prouver un même mécanisme physiopathologique. 
 
La plombémie et la mise en évidence d'une protoporphyrine zinc sont suffisamment 
parlantes pour différencier cette atteinte d'une porphyrie. 
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III. La mitochondrie  
Les cellules eucaryotes possèdent des organites spécialisés dans la production énergétique 
cellulaire, les mitochondries.  Elles sont en nombre variable, dans les cellules, selon les 
types cellulaires et leur besoin énergétique. 
III.1 : Structure : 
La mitochondrie est constituée de deux membranes lipidiques dans lesquelles nous 
trouvons de nombreuses composantes protéiques, d’un espace inter-membranaire et d'une 
matrice interne. 
III.1.1 : La membrane externe : 
C'est une bicouche lipidique intégrant environ 40 protéines (Walther 2009) spécialisées 
dans le transport transmembranaire. Le passage des molécules à travers la  membrane 
externe est, soit passif à travers le transporteur VDACz pour les molécules dont le poids 
moléculaire est inférieur à 5 KDa (Maldonado 2012), soit actif pour les molécules d'un 
poids moléculaire supérieur à cette taille. 
Cette membrane assure les interactions avec les structures intracellulaires telles que le 
cytosquelette et donc la mobilité des mitochondries dans la cellule. Elle comporte 
également des protéines directement impliquées dans le processus d'apoptose, comme la 
protéine pro-apoptotique Bax et d'autres protéines de type Bcl2 (antiapoptotiques). 
III.1.2 : La membrane interne :  
Cette membrane est constituée de lipides voisins de ceux présents dans les membranes 
bactériennes, et d'un lipide particulier qui assure son imperméabilité aux ions, les 
cardiolipines (diphosphatidyl glycerol) représentant un cinquième des lipides totaux. Le 
cholestérol en est absent.  
Cette membrane est particulièrement riche en protéines impliquées dans la respiration 
cellulaire (chaîne respiratoire mitochondriale), la production d'ATP (fonction OXPHOS) et 
le transport de protéines et de divers métabolites (transporteurs). 
Cette membrane forme des structures particulières en forme de replis appelées crêtes 
mitochondriales, augmentant la surface de cette membrane interne et dans lesquels se 
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trouvent les composants de la chaîne respiratoire mitochondriale permettant la synthèse 
d'ATP. 
III.1.3 : L'espace inter membranaire :   
Cet espace, délimité par les deux membranes externe et interne, présente une composition 
proche du cytosol. Il renferme plus de 100 protéines différentes, la plus abondante étant le 
cytochrome C qui assure le transfert des électrons du complexe III au complexe IV de la 
chaîne respiratoire (Herrmann 2010). 
Parmi ces protéines, certaines sont directement impliquées dans la régulation du processus 
d'apoptose induit par l'activation de certaines protéines au niveau de la membrane externe. 
Ce sont soit des facteurs pro-apoptotiques, soit des facteurs anti-apoptotiques. 
III.1.4 : La matrice : 
C'est le compartiment interne de la mitochondrie, dans lequel plusieurs voies métaboliques 
prennent place. Cet espace renferme les enzymes du cycle de Krebs, de la β-oxydation des 
acides gras ou de dégradation de certains acides aminés, ainsi que des enzymes de la voie 
de synthèse de l'hème. 
La matrice mitochondriale contient également les molécules d'ADN mitochondrial. Ce 
génome mitochondrial est constitué d'une molécule d'ADN circulaire, double brin de 
16569 paires de base chez l'homme et dépourvu d'introns (Schatz 1995). Il ne code que 
pour 13 de la centaine de protéines de la fonction OXPHOS mitochondriale. 
III.1.5 : La composition de la chaîne respiratoire et de la fonction OXPHOS : 
III.1.5.1 : NADH Ubiquinone OxydoReductase (complexe I) : 
C'est un énorme complexe contenant 47 protéines. Il possède un site liant le NADH + H+ 
orienté vers la matrice. C'est à son niveau qu'entrent dans la chaîne respiratoire les 
électrons portés par le NADH + H+ (ce transporteur universel d'électrons est soluble et 
peut se déplacer d'une enzyme à une autre). Le complexe est alimenté par les NADH+ H+ 
provenant de l'oxydation des substrats aussi bien mitochondriaux que cytosoliques. 
Ce complexe comporte un groupement FMN (intégré dans une flavoprotéine) et des noyaux 
fer-soufre. Le complexe I va récupérer  les électrons provenant du NADH+ H+, puis ses 
électrons vont transiter à travers le groupement FMN et les centres fer-soufre. Enfin ces 
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électrons seront cédés à l'ubiquinone oxydée qui se trouvera ainsi réduite (ubiquinol). La 
roténone est un inhibiteur spécifique de ce complexe. Ce complexe est fixe dans la membrane. 
L'ubiquinol diffuse librement dans la membrane interne à cause de sa solubilité dans les 
membranes lipidiques (molécule hydrophobe). Il va donc diffuser jusqu'au complexe III où il 
sera réoxydé en cédant ses électrons (Sharma 2009). 
Le complexe I constitue un site privilégié de production d'espèce oxygénées réactives (ROS)  
(Turrens1997), molécules pouvant endommager les structures mitochondriales, tant l'ADNmt, 
les lipides membranaires que les protéines membranaires ou matricielles (Balaban 2005) 
III.1.5.2 : Succinate Ubiquinone Oxydoreductase  (complexe II) : 
Ce complexe fait partie à la fois de la chaîne respiratoire et du cycle de Krebs. Il est composé 
de 4 sous-unités protéiques (SDHA, SDHB, SDHC, SDHD), toutes codées par le génome 
nucléaire. Les sous-unités A et B situées dans la matrice mitochondriale forment le bras 
hydrophile de l'enzyme à activité catalytique, tandis que les deux autres sous-unités C et D 
enchâssées dans la membrane interne constituent le bras hydrophobe (fonction d'ancrage). La 
sous-unité A est une flavoprotéine et contient les sites de fixation du substrat (succinate) et du 
cofacteur flavonoïque, le FADH2. La sous-unité B contient 3 centres fer-soufre.  
Ce complexe II catalyse l'oxydation du succinate en fumarate tout en transférant deux 
électrons vers le pool des quinones. Contrairement aux autres complexes, le transport des 
électrons via le complexe II n'est pas couplé directement au transfert de protons vers l'espace 
inter-membranaire. 
III.1.5.3 : Ubiquinol cytochrome c reductase (Complexe III) :  
Ce complexe III, composée de 11 sous-unités protéiques, se situe au niveau de la membrane 
interne de la mitochondrie. Il assure le transfert de deux électrons de l'ubiquinol vers le 
cytochrome c, transfert couplé avec le passage de quatre protons de la matrice vers l'espace 
inter-membranaire. Le complexe III contient quatre groupe redox actifs : 2 cytochromes b, un 
cytochrome c1 et un centre fer-soufre. 
 
 
 
 44 
     III.1.5.4 : Cytochrome c oxydase (Complexe IV) :  
Ce complexe est composé de 13 sous-unités ; 3 d'entres elles, dotées d'une activité 
catalytique, sont codées par le génome mitochondrial (COX1, COX2 et COX 3), les 10 
autres sous unités sont  codées par le génome nucléaire. 
Les électrons venant du complexe III sont acceptés par un centre métallique CuA au sein 
de la sous-unité COX 2. Ce dernier réduit l'hème a de la sous-unité catalytique COX1; puis 
ces électrons sont transférés vers un autre hème (hème a3-CuB) dans la sous-unité COX1. 
A ce stade, les ligands gazeux (O2) se lient et sont rédutis en molécules d'eau. L'énergie 
libérée par ce transfert d'électrons permet à quatre protons d'être transloqués de la matrice 
vers l'espace inter-membranaire (Silva 2013).   
III.1.5.5 : La F0-F1 ATP synthase (complexe V) : 
Ce complexe est composé de 15 sous-unités protéiques, dont deux codées par le génome 
mitochondrial. Son activité enzymatique est une ATP hydrolase/synthase couplée au 
transport de protons (Fig13). 
Ce complexe est constitué de deux domaines, le domaine mobile F0 (rotor), enchâssé dans 
la membrane mitochondriale interne qui permet le retour des protons de l’espace inter-
membranaire vers la matrice. Le domaine fixe F1 (stator) est un domaine matriciel, il est 
au contact de la membrane interne, ce domaine est composé de 3 protéines α, 3 protéines β 
et d'une protéine γ, δ et ε. Ce domaine F1 permet l’hydrolyse ou la synthèse d’ATP par un 
mécanisme de rotation dirigé par le gradient de protons. Les protons passent au travers de 
la sous unité a puis au travers du rotor formé des sous-unités c, entraînant la rotation de 
celui-ci autour de la sous unité α, la rotation de la sous unité γ au sein  du domaine F1 
génère l'énergie nécessaire pour la phosphorylation de l'ADP. L'activité enzymatique de 
cette enzyme est décrite comme "rotary catalysis" (Devenish 2008).  
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Fig13 : Complexe V 
III.2 : Le métabolisme énergétique mitochondrial : 
La mitochondrie constitue le fournisseur principal d'énergie à la cellule. Les différentes 
voies cataboliques matricielles produisent des coenzymes réduits, NADH+H+, FADH2 qui 
seront les substrats de la chaîne respiratoire mitochondriale, permettant de synthétiser les 
molécules d'adénosine triphosphates (ATP), molécules à haut potentiel énergétique 
d'hydrolyse apportant l'énergie nécessaire aux différentes fonctions biologiques de la 
cellule. 
III.2.1 : La production des coenzymes réduits :  
A l'issu du catabolisme des substrats énergétiques comme les glucides et les acides gras, 
des molécules d'acétyl-coA sont synthétisées, elles seront ensuite métabolisées par les 
enzymes du cycle de Krebs pour  fabriquer des coenzymes réduits (NADH et de FADH2). 
III.2.1.a : Le cycle de Krebs : 
Le cycle de Krebs et une voie indispensable pour la fabrication des coenzymes réduits. 
Toutes les réactions métaboliques se passent dans la matrice mitochondriale. Le point de 
départ est la condensation de l'acétyl-CoA et de l'oxaloacétate par la citrate synthase  
aboutissant à la formation de citrate, lequel sera déshydraté par l'aconitase en cis-aconitate. 
Ce dernier est réhydraté en isocitrate par la même aconitase. L'isocitrate est ensuite oxydé 
en α-cétoglutarate par l'isocitrate déshydrogénase en présence de NAD, puis sera ensuite 
converti en succinyl-CoA par décarboxylation oxydative dans une réaction nécessitant le 
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cofacteur NAD et le CoA-SH. Cette réaction enzymatique est réalisée par un ensemble de 
trois enzymes constituant le "complexe α-cétoglutarate déshydrogénase". Le succinyl-CoA 
sera transformé en succinate par la succinyl-CoA synthétase, un CoA et une molécule de 
GTP. Dans l'étape suivante, la succinate déshydrogénase, enzyme à la fois du cycle de 
Krebs et de la chaîne respiratoire, converti le succinate en fumarate en réduisant une 
molécule de FAD en FADH2 (Nelson 2000). 
Le fumarate sera transformé en L-malate sous l'action de la fumarase, dans une dernière  
étape ce L-malate est transformé en oxaloacétate par l'action de malate déshydrogénase. 
Le bilan de ce cycle de 10 réactions est la consommation d'une molécule d'acétyl-coA, la 
synthèse d'une molécule de GTP et la réduction de trois molécules de NADH en 
NADH+H+ et d'une molécule de FAD en FADH2. Ces cofacteurs réduits seront réoxydés 
par la chaîne respiratoire, au niveau des complexes I et II.  
Certaines étapes  du cycle de Krebs sont fortement régulées, ces étapes sont : la citrate 
synthase, l'isocitrate déshydrogénase et l'α-cétoglutarate déshydrogénase. 
• La citrate synthase est activée par l'acétyl-CoA, l'oxaloacétate et l'ADP mais inhibée par le 
NADH, l'ATP, le citrate et le succinyl-CoA. 
• L'isocitrate déshydrogénase est activée par le calcium et l'ADP, et inhibée par le NADH et 
l'ATP. 
• L'α-cétoglutarate déshydrogénase est activée par le calcium et inhibée par le NADH, l'ATP 
et son produit le succinyl-CoA. 
Il y a donc une régulation selon la disponibilité du substrat, le pouvoir réducteur, la 
concentration en produit et la charge énergétique (Fig14).  
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Fig14 : Le cycle de Krebs est un des principaux producteurs de coenzymes réduits 
alimentant la chaîne respiratoire mitochondriale en électrons au cours de processus 
d'oxydo-réduction. 
 
III.2.1.b : La β-oxydation des acides gras : 
La β-oxydation est la voie principale de dégradation des molécules d'acides gras dans la 
matrice mitochondriale. Elle produit de l'acétyl-CoA qui intégrera le cycle de Krebs pour y 
être oxydé, ainsi que des coenzymes réduits, NADH et FADH2, qui alimenteront la chaîne 
respiratoire en électrons à haut potentiel énergétique. 
Les acides gras sont activés, en aérobiose, dans la matrice mitochondriale par une acyl-
CoA synthase qui produira des acyl-CoA. La dégradation complète de la molécule d'acide 
gras se produit par des découpages successifs de la molécule d'acide gras de maillons 
dicarbonés et se poursuit jusqu'à ce que la molécule soit complètement dégradée en 
molécules d'acétyl-CoA. Ce processus de dégradation est appelé "hélice de Lynen" et 
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chacune de ces étapes successives « tour d'hélice » libère une molécule d'acétyl-CoA, une 
molécule de NADH, ainsi qu'une molécule de FADH2 (Nelson 2000). 
Dans le cas d'une molécule d'acide gras à nombre pair de carbone, le dernier tour d'hélice 
mène à la formation de deux molécules d'acétyl-CoA, une molécule de NADH et une 
molécule de FADH2. Dans le cas d'une molécule à nombre impair de carbone, le dernier 
tour d'hélice mène à la formation d'une molécule de propionyl-CoA, une molécule d'acétyl-
CoA, une molécule de NADH et une molécule de FADH2. 
Chaque tour d'hélice de Lynen libère donc une molécule d'acétyl-CoA qui rentre dans le 
cycle de Krebs, ainsi qu'une molécule de NADH et une molécule de FADH2. Au total, la 
dégradation des molécules d'acide gras libère une énergie totale permettant la synthèse d'un 
nombre de molécules d'ATP supérieur à la dégradation des molécules de glucides (Fig15). 
Par exemple, une molécule d'acide gras de 16 atomes de carbone, l'acide palmitique, 
permet la synthèse de 106 molécules d'ATP. Une molécule d'acide gras à 6 atomes de 
carbone, l'acide caproïque, permet la synthèse de 44 molécules d'ATP. A titre de 
comparaison, la dégradation d'un ose à 6 carbones, le glucose, dégage une énergie 
permettant la synthèse de 32 molécules d'ATP, soit 27% d'énergie en moins que la 
molécule d'acide gras renfermant le même nombre d'atomes de carbone. 
 
Fig15 : La β-oxydation est un autre fournisseur énergétique pour alimenter l'OXPHOS 
mitochondriale. 
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III.2.2: l’oxydation phosphorylante OXPHOS :  
Cette fonction intègre la chaîne respiratoire mitochondriale ou chaîne transporteuse 
d'électrons et la synthèse de l'ATP par l'ATP synthase. 
III.2.2.a : La chaîne respiratoire : 
Elle est composée de quatre complexes enzymatiques enfichés dans la membrane interne 
de la mitochondrie dont le rôle essentiel est de convertir l'énergie des électrons fournis par 
les équivalents réduits (NADH et FADH2) issus des catabolismes glucidiques et lipidiques 
en un gradient électrochimique  établi entre les deux faces de la membrane interne 
mitochondriale (Fig16). 
 
Fig16 : La chaîne respiratoire mitochondriale et l'OXPHOS convertissent l'énergie 
apportée par les coenzymes réduits en molécules d'ATP. 
Les coenzymes réduits (NADH+H+ et FADH2) issus du cycle de Krebs (catabolisme des 
glucides) et de la β-oxydation (catabolisme des acides gras) sont oxydés au niveau du 
complexe I (NADH+H+) et du complexe II (FADH2) de la chaîne respiratoire 
mitochondriale. Les électrons fournis au cours de cette oxydation, sont transférés au 
complexe III par un transporteur mobile, le Coenzyme Q ou ubiquinol qui sera oxydé en 
ubiquinone, libérant des électrons vers le complexe III de la chaîne. Ces électrons seront 
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cédés par le complexe III à un autre accepteur mobile, le cytochrome c (une hémoprotéine 
soluble) qui sera oxydé à son tour en transférant ces électrons à l'accepteur final, le 
dioxygène, au niveau du complexe IV.  
L'énergie progressivement libérée au cours de ces transferts d'électrons permet une 
translocation de protons de la matrice mitochondriale vers l'espace inter-membranaire, au 
niveau des complexes I, III et IV. La membrane interne sera donc chargée positivement sur 
sa face externe et négativement sur sa face interne, ce qui crée un gradient électrochimique 
autour de cette membrane interne appelé force protomotrice (∆P). La théorie chimio-
osmotique décrite par Mitchell en 1966, présente une explication de cette conversion d'une 
énergie chimique en une énergie électrochimique. Ce gradient constitue donc une "réserve 
dynamique" de l'énergie issue des dégradations des nutriments. 
III.2.2.b : Synthèse de l'ATP : 
Les protons du gradient de la membrane interne mitochondriale sont redirigés vers la 
matrice mitochondriale, passant à travers le complexe V de l'OXPHOS. Ce complexe a une 
activité ATP synthase, permettant donc la synthèse de molécules d'ATP dans la matrice 
mitochondriale.  Cette ATP sera exportée vers le cytosol grâce à une translocase des 
nucléotides (ANT), transporteur enfiché dans la membrane mitochondriale interne. En fait, 
il existe plusieurs isoformes d'ANT diversement représentées selon les organes, nommées 
ANT1 à ANT5 (Fig17). 
 
Fig17 : L'ATP synthase permet la synthèse des molécules d'ATP dans la matrice 
mitochondriale, en utilisant l'énergie du gradient électrochimique de la membrane interne 
mitochondriale. 
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III.2. 3 : Régulation de l’oxydation phosphorylante : 
La fonction principale de la mitochondrie est la production d'énergie, 90 % de l’ATP 
synthétisée dans la cellule étant fournie par cet organite. Chaque type cellulaire de 
l'organisme doit réguler finement la production énergétique afin de s’adapter à ses propres 
besoins énergétiques.  
Cette régulation passe par plusieurs niveaux, faisant appel à des équilibres entre les 
molécules produites ou utilisées par la chaîne respiratoire mitochondriale, comme le 
calcium, le rapport AMP/ATP et le rapport NADH/NAD+. 
III.2.3.a: Régulation de l’efficacité de l’oxydation phosphorylante :  
L’efficacité de la respiratoire mitochondriale est exprimée par le ratio ATP/O qui reflète 
l’équilibre entre la quantité d’ATP synthétisée et le nombre de molécules d’oxygène 
consommées. Ce paramètre peut varier soit par modification de la force protomotrice et on 
parle alors d’un découplage extrinsèque, soit par modification de l’efficacité de pompage 
des protons et on parle alors de découplage intrinsèque. 
 
• la fuite des protons :  
L’activité de l’ATP synthase dépend du gradient de protons généré par l’activité des 
complexes de la chaîne respiratoire.  
Une partie de ces protons retournent vers la matrice par une simple diffusion. Cette fuite, 
dite basale, représente environ 20% de la respiration mitochondriale. Elle est directement en 
rapport avec la quantité des cardiolipines présentes dans la membrane interne (Hubert 
2002). Des protéines membranaires, comme l’adenine nucléotide translocase (ANT), 
peuvent également être impliquées dans cette fuite basale (Brand 2005).  
Outre cette fuite basale, il existe un autre type de fuite, inductible, liée à des protéines de 
la membrane mitochondriale interne qui permettent la translocation des protons de 
l’espace inter-membranaire vers la matrice. Parmi ces protéines, nous trouvons les 
protéines découplantes (UCP, uncoupling protein). UCP1, surtout présente dans les 
adipocytes bruns, activée par des hormones comme la noradrénaline qui régule la 
température corporelle. UCP2, abondante dans d'autres types cellulaires comme les 
cellules bêta du pancréas et les macrophages est activée par l’augmentation de ROS et 
aboutit à une baisse de la synthèse d’ATP (Liu 2013). UCP3, principalement exprimée 
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dans le muscle, est activée par la surproduction des ROS. Elle permet d’induire un 
découplage modéré et donc de diminuer le potentiel de membrane (Brand 2004).  
 
• Les mécanismes intrinsèques : 
Le découplage intrinsèque correspond à l’équilibre entre les protons pompés et les 
électrons transférés par la chaîne respiratoire mitochondriale. Il module le rapport 
ATP/O.  
Ce phénomène concerne le complexe IV et l’ATP synthase. Il est soumis à des 
variations métaboliques qui peuvent modifier l’efficacité du pompage des protons 
(Capitanio1996).  
III.2.3.b: Régulation allostérique :  
• Rôle du calcium :  
La mitochondrie joue un rôle important dans l’homéostasie cellulaire du calcium. 
L’augmentation du calcium cytosolique implique rapidement une augmentation de 
celui-ci dans la matrice mitochondriale. Le calcium module l’activité des navettes 
malate /aspartate. L’élévation du calcium libre mitochondrial [Ca++] stimule de 
nombreuses déshydrogénases mitochondriales calcium-sensibles, ce qui induit 
notamment une augmentation du NADPH.   
La concentration mitochondriale en calcium stimule l’isoforme 1 de la pyruvate 
déhydrogénase phosphatase  (PDP1) et régule l’activité de la pyruvate déshydrogénase 
mitochondriale (Turkan 2004). Dans le cycle de Krebs deux enzymes sont régulées par 
le calcium, l’isocitrate déshydrogénase et l’α-cétoglutarate déshydrogénase. En plus le 
calcium pourrait réguler directement la synthèse d’ATP, en se fixant sur la sous-unité 
F1-β de l’ATP synthase. L’action coordonnée du calcium sur les déshydrogénases et 
l’ATP synthase occasionne une forte augmentation de la respiration mitochondriale 
avec une altération minime du rapport NAD(P)H / NAD(P) + P+ (De Marchi 2014).  
• Régulation par le rapport énergétique (ATP/AMP) : 
Le rapport énergétique ATP/AMP joue un rôle important dans la régulation de plusieurs 
systèmes mitochondriaux. Une augmentation cytosolique du rapport ATP/ADP sera 
suivie par une augmentation mitochondriale similaire, augmentation qui va activer la 
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respiration mitochondriale par effet de substrat (stimulation de F0F1-ATP synthase). 
Cette stimulation nécessite une activation des voies d’apport du substrat et de leur 
oxydation. Par exemple, le complexe PDH est activé par l’ADP et inhibé par l’ATP 
(Spriet 2002). Dans le cycle de Krebs, 3 enzymes sont sensibles au ratio ATP/ADP, la 
citrate synthase, l’isocitrate déshydrogénase et l’α-cétoglutarate déshydrogénase. Une 
augmentation de la concentration de l’ATP peut inhiber l’activité de ces trois enzymes 
et à l’inverse, une baisse de la concentration cellulaire d’ATP induit augmente l’activité 
de ces trois enzymes et donc l’apport de cœnzymes réduits à la chaîne respiratoire 
(Strumilo 2005).  
D’autre part, le ratio ATP/ADP peut moduler l’activité de la cytochrome c oxydase. 
Cette enzyme possède des sites de liaison spécifiques de haute affinité à l’ADP et à 
l’ATP. L’ADP diminue le Km de l’enzyme pour le cytochrome c, tandis que l’ATP 
l’augmente (Napiwotzki 1998).  
• La régulation par le rapport NAD+/NADH :  
Le rapport NAD+/NADH libre joue également un rôle essentiel dans le maintien de 
l’homéostasie cellulaire. Le NAD+ est un co-substrat régulant l’activité de trois enzymes 
du cycle du Krebs, la malate déshydrogénase, l’isocitrate déshydrogénase, et l’α-
cétoglutarate déshydrogénase. Le NADH produit par les deux dernières inhibe leur 
activité. Le complexe PDH est également régulé par le ratio NAD+/NADH ; une 
augmentation de ce rapport liée à une augmentation intramitochondriale du NAD+ 
active ce complexe enzymatique (Stein 2012)  
III.2.3.c : La régulation post-traductionnelle :  
Deux mécanismes principaux de régulation post-traductionnelle conditionnent la 
production des coenzymes réduits (NADH+ et FADH2) et les complexes de la chaîne 
respiratoire, la phosphorylation et l’acétylation.  
• Mécanisme de phosphorylation :   
Un tiers des 60 phospho-protéines mitochondriales, caractérisées à ce jour, est impliqué 
dans les enzymes de la CRM et notamment dans les complexes I et IV (Pagliarini 2006). 
Cette phosphorylation peut influencer l’activité de ces protéines enzymatiques. Par 
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exemple, la phosphorylation de la sous-unité NDUFS4  du complexe I par la protéine 
PKA induit une augmentation de la respiration liée à ce complexe. A l’inverse, une 
mutation dans cette sous-unité qui induit une diminution de la phospohorylation 
entraînant une baisse de la respiration liée au complexe I (Papa 2004).  
Certaines sous-unités du complexe IV (COX I, COX IV et COX Vb) disposent de sites 
de phosphorylations et l’activité du complexe IV est régulée par des réactions de 
phosphorylation/déphosphorylation de ces sous-unités. 
Le cytochrome c, ainsi que l’enzyme de détoxification des ROS (la superoxyde 
dismutase MnSOD), sont aussi phosphorylables. La phospohorylation de la MnSOD 
aurait un rôle inhibiteur (Bykova 2003), le calcium par contre induit une 
déphosphorylation de cette enzyme aboutissant à une augmentation de son activité 
(Hopper 2006) 
• Mécanisme d’acétylation : 
20 % des protéines mitochondriales possèdent des sites putatifs d’acétylation. Parmi ces 
protéines figurent plusieurs enzymes du cycle de Krebs (fumarate déshydrogénase, 
malate déshydrogénase, isocitrate déshydrogénase, et succinate déshydrogénase), des 
enzymes impliquées dans la β-oxydation des acides gras et des sous-unités des 
complexes I et V de la CRM. (Kim 2006). 
Les réactions d’acétylation/déacétylation influencent l’activité de ces protéines. Par 
exemple, l’hyperacétylation de la sous-unité NDUFA9 du complexe I est corrélée avec 
une baisse d’activité de ce complexe et une quantité plus faible d’ATP synthétisée. 
(Ahne 2008).  
III.2.3.d : La régulation transcriptionnelle : la biogenèse mitochondriale : 
La biogenèse mitochondriale est définie comme étant l’ensemble des mécanismes 
nécessaires au développement et à la division des mitochondries préexistantes dans le 
but d’augmenter la masse mitochondriale, pour s’adapter aux modifications de 
l’environnement (Jornayvaz 2010).  
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Du fait de la double origine du protéome mitochondrial, sa biogenèse requièrt la 
participation et la coordination de l'expression du génome mitochondrial et du génome 
nucléaire. Plusieurs protéines sont responsables de cette coordination, notamment le 
facteur de transcription précoce PGC-1α, co-activateur transcriptionnel. Ce facteur induit 
la synthèse d’autres facteurs comme NRF1 et NRF2 (Nuclear Respiratory Factor) induisant 
la synthèse des protéines codées par le génome nucléaire. En parallèle, la  transcription du 
génome mitochondrial est activée par le facteur TFAM (Transcription Factor A, 
mitochondrial), lui-même synthétisé à partir du génome nucléaire. 
L’ensemble de ces facteurs nécessite une régulation fine permettant d’assurer l’expression 
coordonnée des deux génomes, tant pour assurer une biogenèse mitochondriale convenable 
que pour adapter l’oxydation phosphorylante aux besoins physiologiques. L’adaptation à 
ces besoins pourrait constituer un signal en retour pour freiner l’activation de la biogenèse 
mitochondriale à travers ce qu'il est convenu d'appeler "le dialogue nucléo-mitochondrial". 
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III.3 : La production mitochondriale des ROS :  
La mitochondrie est un producteur important des espèces réactives de l'oxygène. Ces ERO 
(ou ROS) regroupent l'anion superoxide (O2-), l'oxygène singulet (O2•), le peroxyde 
d'hydrogène (H2O2) et le radical hydroxyl (OH
.).  
Dans des conditions physiologiques, 2 % environ de l'oxygène consommé par la chaîne 
respiratoire mitochondriale est transformé en anion superoxide (Gnaiger 2000).  
Le peroxyde d'hydrogène (H2O2) est transformé en radical hydroxyl en présence de fer par 
la réaction de Fenton (Imlay 1988) : 
 H2O2 + Fe2              Fe3 + HO - + HO • 
Au sein de la mitochondrie le complexe I est décrit comme le fournisseur majeur de ROS. 
Le complexe III produit également des ROS. La production basale est peu importante, 
mais peut augmenter en cas d'inhibition du complexe III (Murphy 2009). 
Il a été décrit un rôle du cycle de Krebs dans la production de ROS, et tout particulièrement 
l'α-cétoglutarate déshydrogénase par sa sous-unité E3. Cette production est réalisée lors de 
l'accumulation de CoA-SH et en absence de NAD+ (Tretter and Adam-Vizi 2004). 
Une partie importante des ROS cellulaires sont produits par la chaîne respiratoire 
mitochondriale. Ces molécules, à faible durée de vie, peuvent altérer les structures 
cellulaires et moléculaires de voisinage, comme les transporteurs transmembranaires 
mitochondriaux (complexes TOM et TIM), les protéines enzymatiques de la matrice 
(l'aconitase du cycle de Krebs), les molécules d'ADNmt peuvent être altérées en cas 
d'excès de ROS produits et non neutralisées par les systèmes détoxifiants. Ces altérations 
moléculaires peuvent, éventuellement, permettre l'initiation d'un processus d'apoptose 
(Fig18). 
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Fig18 : La production de ROS par la chaîne respiratoire mitochondriale. (Michael 2009) 
La production mitochondriale des ROS peut endommager l’oxydation phosphorylane, les ROS peuvent altérer également les 
protéines, les membranes et l’ADN mitochondriales. Toutes les voies métaboliques intra mitochondriale sont concernées par les 
effets des ROS tels que le cycle de Krebs, la bêta oxydation des acides gras, et la synthèse de l’hème. La production de ROS est 
responsable de la libération mitochondriale des molécules de cytochrome c vers le cytosol en activant la voie de l’apoptose. 
MOMP : Outer memrane  permeabiliazation, PTP : permeability transition pore, cyt c : Cytochrome c 
La production de ROS par la mitochondrie est en lien avec l'état métabolique de la cellule, 
notamment avec le couplage entre l'oxydation et phosphorylation ; la production de ROS 
augmente quand le découplage est important.  
III.3.1 : La détoxification mitochondriale des ROS : 
La cellule est dotée de plusieurs mécanismes pour détoxifier les ROS. Le système de 
superoxides dismutases SOD (CuZnSOD ou SOD1 dans le cytosol et l'espace 
intermembranaire,  MnSOD ou SOD2 dans la matrice mitochondriale) catalyse la 
transformation de l'anion superoxide (O2-) en peroxyde d'hydrogène (H2O2). 
Le peroxyde d'hydrogène peut induire des effets délétères au sein de la cellule (dommage 
de l'ADN, peroxydation des lipides). Cette espèce moléculaire est détoxifiée ensuite par 
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l'activité d'autres enzymes comme la catalase et la glutathion peroxydase (Holley, 
Bakthavatchalu 2011). 
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RESULTATS  
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Introduction articles 1 et 2 
La porphyrie aiguë intermittente (PAI, MIM # 176000), est la forme la plus sévère des 
porphyries hépatiques aiguës, elle est due à des mutations touchant la troisième enzyme de la 
voie de biosynthèse de l’hème l’hydroxyméthylbilane synthase (HMBS). 
La PAI est une maladie de transmission  autosomique dominante qui est responsable de crises 
récurrentes pouvant mettre en jeu le pronostic vital des patients. Elle se manifeste par des 
crises de type neurovisceral incluant des douleurs abdominales sévères, des nausées, des 
vomissements, une constipation ou une diarrhée, ainsi qu’une neuropathie périphérique 
(Thadani 2000). Biologiquement la crise aiguë est caractérisée par une accumulation et une 
excrétion urinaire massive des précurseurs de l’hème, l’acide delta amino-lévulinique (ALA) 
et le porphobilinogène (PBG) (Puy 2010). La survenue des crises de PAI est déclenchée le 
plus souvent par un facteur d’origine endocrinienne ou environnementale, tels que les 
infections, le jeûne, ou le plus souvent l'utilisation d’un médicament porphorynogéne comme  
par exemple le phénobarbital ou les sulfamides.  
La biosynthèse hépatique de l'hème est régulée grâce à un rétrocontrôle négatif exercé par 
l'hème sur l’activité de la première enzyme mitochondriale de la voie de synthèse de l’hème 
ALA synthase (ALAS). Cette enzyme catalyse la formation d'ALA mitochondrial par la 
condensation de glycine et de succinyl-CoA produit par le cycle de Krebs (Ferreira 2011). 
Dans le foie, l'hème régule l’expression mitochondriale de l’ALAS1 (May 1995). Chez les 
patients  et lors d’une crise de PAI l'activité résiduelle (50%) de l’HMBS peut se révéler 
insuffisante face à l’afflux massif de précurseurs de l’hème, cela aboutit en conséquence à une 
carence héminique et une accumulation de précurseurs (Puy  2010). Le traitement avec l'hème 
arginate (Normosang®) réprime probablement la transcription et la traduction de l’ALAS1 
(Thunell, 2006). L’hème arginate peut également diminuer la quantité de ALAS1 
mitochondriale par un mécanisme de protéolyse (Tian et al., 2011). Le rôle du foie dans la 
physiopathologie de la PAI est majeur comme le montre  l’amélioration clinique spectaculaire 
suite à la transplantation hépatique chez les patients atteints de PAI (Soonawalla 2004; 
Dowman 2012).  
L'hème est partiellement synthétisé dans les mitochondries (Nelson 2000). L'hème est un 
cofacteur essentiel de l’oxydation phosphorylane (OXPHOS), des composants tels que le 
complexe I, le complexe III, le complexe IV et le cytochrome c. L’activité de l’ALAS1 
dépend du cycle de Krebs pour son substrat, le succinyl-CoA. En outre, la chaîne respiratoire 
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mitochondriale (CRM) et l’ALA sont les contributeurs principaux d'espèces réactives de 
l'oxygène (ROS) qui jouent un rôle central dans la physiopathologie de la PAI (Huang 2011). 
L'effet bénéfique de la perfusion intraveineuse de glucose en traitement de la crise de PAI  est 
liée à une régulation directe par le glucose sur l’expression de l’ALAS1 (Oliveri  2012). Cela 
plaide en faveur d'un rôle de carence énergétique dans le déclenchement de la crise  
(Handschin 2005). De plus, il a été montré que l'expression clinique de la maladie est associée 
à un état de sous-nutrition en raison de l'accumulation soutenue de l'ALA (Delaby 2009). 
Dans un modèle de souris, il a été montré que l'expression hépatique du gène ALAS1 est 
activée par le facteur PGC-1α, l'un des principaux régulateurs du métabolisme énergétique 
(Handschin 2005; St-Pierre 2006; Puigserver, 2005). Delaby  2009 a montré une diminution 
de l'insuline-like growth factor 1 (IGF-1) dans le sérum des patients PAI, l’ensemble de ces 
éléments renforce l'hypothèse selon laquelle le statut nutritionnel et métabolique du foie peut 
jouer un rôle majeur dans l'expression clinique PAI. 
Le système nerveux central est également impliqué dans la PAI, les crises aiguës sont souvent 
précédées par une phase prodromique caractérisée par des changements comportementaux tels 
que l'anxiété, l'agitation et l'insomnie (Crimlisk, 1997). Chez 20-30% des patients, des signes 
de troubles mentaux telles que la dépression, la désorientation, les hallucinations, la paranoïa, 
l’agitation ou de la confusion ont été rapportés (Puy 2010). De plus, chez certains patients des 
lésions corticales ont été détectées par IRM cérébrale (Utz 2001).  
Les signes musculaires font aussi parties du tableau clinique de la crise de PAI, les patients 
présentent des myalgies et une  faiblesse musculaire qui commence par les bras et les jambes. 
Cette faiblesse musculaire peut se compliquer dans les formes graves par des paralysies 
touchant les muscles respiratoires (Puy 2010; Thadani 2000). Cette complication survient le 
plus souvent suite à une erreur du diagnostic et/ou une prise en charge inadaptée, et elle peut 
être responsable d’une mortalité augmentée (10%) (Siegesmund 2010). Cette complication est 
probablement une conséquence d’une neuropathie périphérique (Albers 2004; Lin  2011). Des 
électromyographies et des biopsies musculaires pratiquées chez les patients de PAI ont 
montré la présence des caractéristiques dénervations avec atrophies musculaires (Albers 1978; 
Yamada 1984). D’autres études ont révélé une dégénérescence nerveuse périphérique et des 
atteintes des cellules de la corne antérieure (Yamada 1984). A long terme des complications 
neurologiques comme les neuropathies ont été décrites chez certains patients (Pischick, 2009).  
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Les causes de ces signes neuromusculaires  sont loin d'être comprises. La diffusion de l'ALA 
du foie vers le reste du corps est considérée comme le principal facteur responsable de 
l'expression neurologique de la PAI (Moore 1990; Meyer 1998; Solis  2004). Le mécanisme 
de la neurotoxicité d’ALA peut être lié à ses propriétés pro-oxydantes ou à son homologie 
structurale avec le GABA (Pereira, 1992; Demasi 1996;. Onuki 2004; Meyer 1998). 
Cependant, cette neurotoxicité liée à l’accumulation de l’ALA n’est probablement pas la 
cause unique du tableau neuromusculaire de la crise de PAI (Lin 2011). Tout d'abord, aucune 
corrélation n’a été prouvée entre les niveaux d’ALA lors d'une crise de PAI et la sévérité des 
signes cliniques (Gorcheinet 1987). Deuxièmement, l'administration d'ALA à des individus 
sains n'a pas fait apparaître les symptômes de porphyrie (Dowdle1968; Mustajoki 1992). En 
troisième lieu, il a été montré dans le même modèle animal (HBMS-/-) en l’absence 
d'induction par phénobarbital, un dysfonctionnement moteur et une neuropathie due à une 
dégénérescence axonale et ceci sans augmentation significative de l'ALA (Lindberg1996;., 
1999). La cause de cette neurotoxicité en l'absence d'accumulation de l'ALA est inconnue, 
mais l'absence de l'hème en soi, pourrait contribuer à la pathogénicité de la maladie (Meyer  
1998).  
Dans ces deux articles nous avons travaillé sur un modèle murin déficient en activité de l’ 
HMBS créé par Lindberg en 1996. Il s’agit d’une souris de fond génétique C57BL/6, 
hétérozygote composite du gène HMBS. Elle contient deux allèles modifiés du gène HMBS 
dont un allèle avec une activité nulle et un autre allèle contentant une mutation moins sévère. 
Cette souris exprime biochimiquement les caractéristiques de la PAI. Elles présentent une 
activité résiduelle de 30% de HMBS dans le foie et une excrétion urinaire massive de l'ALA 
et PBG après l'administration intrapéritonéale du phénobarbital.  
Afin d’explorer la fonction énergétique mitochondriale dans des conditions 
physiopathologiques similaires à la crise de PAI, nous avons donc étudié le métabolisme 
énergétique mitochondrial dans le foie, le cerveau et dans le muscle squelettique de ces souris 
HMBS- / -. 
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a  b s t  r  a  c  t
Acute  intermittent  porphyria  (AIP),  an  inherited  hepatic  disorder,  is due  to a defect  of hydroxymethyl-
bilane synthase (HMBS),  an  enzyme involved  in heme  biosynthesis.  AIP is characterized  by recurrent,
life-threatening  attacks  at  least partly  due  to the increased  hepatic  production of 5-aminolaevulinic  acid
(ALA).  Both  the mitochondrial  enzyme,  ALA synthase (ALAS)  1,  involved in the  first  step  of heme  biosyn-
thesis,  which  is closely  linked to  mitochondrial  bioenergetic  pathways,  and the  promise  of an  ALAS1
siRNA  hepatic  therapy  in humans,  led us to investigate  hepatic  energetic  metabolism in  Hmbs  KO  mice
treated  with  phenobarbital. The  mitochondrial  respiratory chain (RC) and the tricarboxylic  acid (TCA)
cycle  were  explored in the  Hmbs−/− mouse model.  RC  and TCA cycle  were  significantly  affected  in com-
parison  to  controls  in mice  treated  with phenobarbital  with  decreased activities  of  RC complexes  I (−52%,
** p  < 0.01),  II  (−50%, ** p  < 0.01)  and III  (−55%, * p  < 0.05),  and decreased  activity  of a-ketoglutarate  dehy-
drogenase  (−64%, * p <  0.05),  citrate  synthase (−48%, ** p <  0.01) and succinate  dehydrogenase  (−53%, *
p  < 0.05).  Complex II-driven  succinate  respiration  was  also significantly  affected. Most  of these metabolic
alterations  were  at  least partially restored after  the phenobarbital  arrest  and heme arginate  administra-
tion.  These  results suggest a cataplerosis  of  the  TCA  cycle  induced  by  phenobarbital,  caused by the  massive
withdrawal  of succinyl-CoA  by  ALAS induction, such  that  the  TCA  cycle is unable to supply the  reduced
cofactors  to the  RC.  This  profound  and reversible impact  of AIP on mitochondrial  energetic metabolism
offers  new  insights  into  the beneficial effect  of  heme, glucose and  ALAS1  siRNA treatments  by limiting
the  cataplerosis of  TCA cycle.
©  2014  Elsevier Ltd. All rights  reserved.
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1. Introduction
Acute intermittent porphyria (AIP, MIM  #176000), the most
common form of acute hepatic porphyrias, is due to mutations
of hydroxymethylbilane synthase (HMBS, EC 2.5.1.61), the third
enzyme in the heme biosynthetic pathway. AIP leads to the accu-
mulation and increased urinary excretion of  heme precursors such
as 5-aminolaevulinic acid (ALA) and porphobilinogen (PBG) (Puy
et al., 2010). This autosomal dominant disorder is responsible for
life-threatening, neurovisceral symptoms including severe abdom-
inal pain, nausea, vomiting, constipation or diarrhoea, as well as
peripheral neuropathy, tachycardia, high blood pressure, confu-
sion, and seizure (Thadani et al., 2000).
The occurrence of AIP attacks frequently involves endocrine or
environmental factors, such as infections, starvation, or the use of
drugs, e.g. phenobarbital and sulfonamides. Hepatocytes require
a variety of hemoproteins, including mitochondrial respiratory
cytochromes and the cytochrome P450 enzymes (CYPs) that are
involved in xenobiotic detoxification (Balwani and Desnick, 2012).
Heme biosynthesis is regulated through negative feedback con-
trol by the heme itself on  the first rate-limiting mitochondrial
enzyme in the pathway, i.e. ALA synthase (ALAS). This enzyme
catalyses the mitochondrial formation of  ALA from the condensa-
tion of glycine and succinyl-CoA produced by the TCA cycle (Hunter
and Ferreira, 2011). In the liver, heme regulates the synthesis and
mitochondrial translocation of the ALAS1 housekeeping isoform
(May  et al., 1995).  The ∼50% residual activity of HMBS in  AIP
patients may  be insufficient to handle the increased flux through
the biosynthetic pathway, due to drug-induced AIP attacks, lead-
ing to the relative reduction of  heme synthesis and accumulation of
ALA/PBG (Puy et al., 2010). The subsequent sharp increase of ALAS1
activity may  further enhance ALA accumulation. Treatment with
heme arginate (Normosang®)  probably represses ALAS1 induction
through negative retro-control of  heme itself at the transcriptional,
post-transcriptional and post-translational levels (Thunell, 2006).
Heme arginate may  also decrease mitochondrial ALAS-1 protein
through proteolysis (Tian et al.,  2011). The pre-eminence of  the
liver in the pathophysiology of AIP and in ALA production has been
highlighted by the spectacular benefit of liver transplantation in
patients with severe AIP (Soonawalla et al.,  2004; Dowman et al.,
2012).  In vitro, HepG2 cells in the presence of  ALA are  particularly
sensitive to oxidative damage of mitochondrial and nuclear DNA
(Onuki et al., 2004).  In the rat, ALA, accumulates in the liver and
diffuses to the body, acting as a neurotoxic agent and an endoge-
nous pro-oxidant, leading to oxidative damage of tissues (Demasi
et al., 1996; Sima et  al., 1981).
Heme, the lack of which could in itself cause neurovis-
ceral symptoms (Meyer et al., 1998), is partially synthesized in
mitochondria (Nelson and Cox, 2000). Heme is a crucial cofactor
of key oxidative phosphorylation (OXPHOS) components, such as
ubiquinol-cytochrome c  oxydoreductase (complex III, heme bL
and bH),  cytochrome oxidase (complex IV, heme a and a3)  and
cytochrome c, which transport electrons from complex III to com-
plex IV. ALAS depends on the TCA cycle for its substrate, the
succinyl-CoA and the erythroid ALAS2 has been shown to inter-
act directly through a C-terminal specific binding domain with the
b  subunit of succinyl-CoA synthetase 2 (Bishop et al.,  2012). In
addition, the respiratory chain (RC) and ALA are  major contribu-
tors of reactive oxygen species (ROS) that play a  central role in  the
pathophysiology of AIP (Huang et al., 2011). The beneficial effect
of intravenous glucose infusion in AIP crisis is mainly thought to
be related to a direct down-regulation of  the levels of  ALAS1 mes-
sager and protein (Oliveri et al., 2012). Moreover, this argues in
favor of an energetic deficiency (Handschin et al.,  2005)  and it has
been shown that the clinical expression of the disease is associated
with a state of under-nutrition due to the sustained accumulation
of ALA (Delaby et al., 2009). In a mouse model, the expression of
the hepatic ALAS1 gene has been shown to be turned on by the
fasting-induced transcriptional coactivator proliferator-activated
receptor g coactivator 1a (PGC-1a), one of the main regulators of
energetic metabolism (Handschin et  al., 2005; St-Pierre et al.,  2006;
Puigserver, 2005). The recent demonstration of  the decrease in the
insulin-like growth factor 1 (IGF-1) and transthyretin (prealbumin)
in the serum of AIP patients (Delaby et al., 2009), together with the
findings reported in a mouse model concerning the role of fasting
in precipitating crises of acute porphyria (Handschin et  al., 2005),
reinforce the hypothesis that the nutritional and metabolic status
of the liver may play a major role in the AIP clinical expression.
Despite the considerable links between heme biosynthesis
and mitochondrial energetic metabolism, very few studies have
addressed the possible involvement of a defect of  mitochondrial
energetic metabolism in AIP. The perspective of a subcutaneous
RNAi therapeutic targeting of hepatic ALAS1 (http://www.alnylam.
com/Programs-and-Pipeline/Alnylam-5x15/Porphyria.php)  high-
lights the necessity of a better characterization of the ALAS1-TCA-
RC relationship in hepatocytes. The aim of  the present study was
to examine the mitochondrial energetic profile in the liver of the
Hmbs−/− deficient mouse model (Lindberg et al., 1996, 1999)  during
phenobarbital exposure and after heme arginate treatment.
2. Materials and methods
2.1. Animals
The murine Hmbs−/− model of AIP used in this study was gen-
erated by Lindberg et al. (1996, 1999).  These mice are  compound
heterozygotes of  two  different disruptions (one null allele and
a functional allele with a milder mutation) of  Hmbs gene from
the T1 strain C57BL/6-hmbstm1(neo)Uam and the T2 strain C57BL/6-
hmbstm2(neo)Uam,  These mice were shown to display a  residual Hmbs
activity of 30.9% in the liver.
Thirty-four female mice (8–10 weeks old) with the same genetic
background, i.e.  C57BL/6, were divided into four groups. The first
group (16 mice), noted WT,  consisted of wild type Hmbs+/+ mice
used as controls. The second group (6 mice), noted BS, consisted of
Hmbs−/− mice in the basal state. The third group (6 mice), noted
PB, consisted of Hmbs−/− mice submitted to intraperitoneal injec-
tion of phenobarbital (Gardenal®)  at 100 mg  kg−1 for  3 consecutive
days as previously described (Johansson et  al., 2003); these mice
were sacrificed by cerebral dislocation 15 h after the last injection.
The fourth group (6 mice) noted PB-HA, consisted of Hmbs−/− mice
in a state of phenobarbital-induced AIP treated by an intraperi-
toneal injection of  heme arginate (Normosang®) at 8 mg  kg−1 for
2 consecutive days; these mice were sacrificed by cerebral dislo-
cation 2 h after the last injection. In humans, the recommended
daily dose of heme arginate is 3 mg  kg−1 d−1 and is infused intra-
venously. Schuurmans et al. (2001) have shown that heme arginate
at 3 mg  kg−1 (IP) did not significantly reduce plasma ALA con-
centrations in Hmbs−/− mice induced by phenobarbital injection
(100 mg  kg−1,  IP) and that the most effective dose was at least
6 mg kg−1 (IP). Mice had access to food and water ad libitum. The
metabolic profiles of urinary ALA and PBG, analyzed in  the four
groups of mice (Supplementary Fig. 1),  confirmed the specific and
reversible accumulation of ALA and PBG during exposure to phe-
nobarbital. Urinary porphyrin precursor levels were determined on
fresh urine collected before treatment and on each day of treat-
ment (WT, BS and PB-HA groups of mice were sacrificed on the
fifth day whereas the PB group of mice was  sacrificed on the third
day). ALA and PBG levels in pooled urine were analyzed by sequen-
tial ion-exchange chromatography using the ALA/PBG by Column
Test Kit (Bio-Rad, CA, USA). All  animal experiments were conducted
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in accordance with the Guide for the Care and Use of Laboratory
Animals, eighth edition, 2011, National Research Council, National
Academies Press, Washington, DC, USA.
2.2. Isolation of mitochondria from the liver
Mitochondria were isolated from the liver in the cold room
(+4 ◦C) where all the reagents were kept on ice. Liver mitochondria
were isolated using a modification of the differential centrifugation
procedure described by Krähenbühl et al. (1994). The liver was cut
into small pieces less than a millimeter cube in  a buffer for iso-
lation: 1 ml/100 mg liver composed of 100 mM saccharose, 50 mM
KCl, 50 mM Tris–HCl, and 5 mM EGTA at pH 7.4. Then, it was  homog-
enized with 7 up-and-down strokes in a 50 ml  Potter at 1000 rpm.
The homogenate was centrifuged at 600 × g for 10 min  at +4 ◦C  and
the supernatant collected was filtered through a layer of gauze and
centrifuged at 7000 × g for 10 min  at +4 ◦C. The mitochondrial pellet
was washed with the isolation buffer and centrifuged at 3500 × g
for 10 min  at +4 ◦C before being resuspended in a minute volume
of isolation buffer and conserved on ice. The protein concentration
was determined using the colorimetric bicinchoninic acid proce-
dure (BC Assay Kit®,  Montluc¸ on, France) with BSA as standard.
2.3. Mitochondrial respiratory rates
Oxygen consumption was measured using Clark electrodes sen-
sitive to oxygen. Isolated liver mitochondria were resuspended in
the respiratory buffer containing in  120 mM KCl, 1 mM  EGTA, 2 mM
MgCl2,  3  mM HEPES, 5 mM  KH2PO4,  and 0.3% bovine serum albu-
min  at pH 7.4. Respiratory rates were recorded at 37 ◦C in 1 ml
glass chambers using a two-channel, high-resolution Oxygraph
respirometer (Oroboros, Innsbruck, Austria). Respirations (state
II) were initiated in  the presence of  either complex I  substrates
(5 mM malate and 2.5 mM pyruvate), complex II substrates (10 mM
succinate supplemented with 10  mM rotenone) or complex IV sub-
strates (5 mM N,N,N′,N′-tetramethyl-p-phenylenediamine reduced
with 50 mM ascorbate). The active state of  respiration (state III,
coupled-respiration) was initiated by the addition of saturating
ADP concentration (0.5 mM).  Cyt c  was added (8 mM)  to check
the outer mitochondrial membranes integrity. The ATP synthase
inhibitor oligomycin was then added to obtain the state IV respi-
ration rate. The maximal capacity of the electron transport system
was recorded by uncoupling respiratory chain using 1 mM carbonyl
cyanide 4-(trifluoromethoxy)phenylhydrazone (FCCP). The respi-
ratory control ratio (RCR) was defined as the State III/State IV using
complex I substrates.
2.4. Mitochondrial enzyme activities
The activities of  the mitochondrial OXPHOS complexes (I–IV)
and of the TCA cycle enzymes in  liver mitochondria were mea-
sured at 37 ◦C on a Beckman DU 640B spectrophotometer (Beckman
Coulter, CA, USA) as described previously (Guillet et al., 2011).
2.5. Preparation of liver homogenates
All steps were performed in the cold room. Biopsies were
weighed and rinsed quickly with an  extraction buffer containing
220 mM mannitol, 75 mM  saccharose, 10 mM Tris, 1 mM  EGTA, pH
7.2. Samples were homogenized with 3 up-and-down strokes in a
2–3 ml  Potter at 1000 rpm and centrifuged at 650 × g  for 20 min. at
4 ◦C. The supernatant was conserved and the pellet was  homoge-
nized and centrifuged again. The two supernatants obtained were
mixed and conserved at 4 ◦C.
2.6. Complex I (NADH ubiquinone reductase)
Complex I  activity was measured in a reaction medium contain-
ing 50 mM  phosphate buffer (ph 7.5), 3.75 mg  ml−1 fatty acid-free
BSA, 0.1 mM decylubiquinone and 10 mg ml−1 of  mitochondrial
proteins with, or without, 10 mM rotenone. After 2 min of incuba-
tion at 37 ◦C,  the reaction was initiated by adding 0.1 mM  NADH
(final concentration). The enzyme activity was measured at 340 nm
by monitoring the oxidation of NADH.
2.7. Complex II (succinate ubiquinone reductase)
Complex II  activity was measured in a reaction medium contain-
ing 50 mM phosphate buffer (pH 7.5), 2.5 mg  ml−1 fatty acid-free
BSA, 1 mM  KCN, 5 mM rotenone, 5 mg ml−1 antimycin, 30 mM succi-
nate, 0.1 mM  DCPIP and 5 mg  ml−1 of mitochondrial proteins. After
2 min  of  incubation at 37 ◦C, the reaction was initiated by adding
0.05 mM  decylubiquinone. The enzyme activity was measured at
600 nm by monitoring the reduction of  DCPIP.
2.8. Complex III (ubiquinone-cytochrome c  reductase)
Complex III activity was determined by monitoring the reduc-
tion of  cytochrome c at 550 nm.  Five microgram of mitochondrial
proteins were incubated for 30  s in 1 ml  reaction medium consisting
of 50 mM  KH2PO4 (pH 7.5), 1 mg  ml
−1 bovine serum albumin, 1 mM
KCN, 100 mM oxidized cytochrome c and 50 mM EDTA, pH 7.5. The
reaction was initiated by adding 100 mM decylubiquinol, and the
optical density was  measured for 1 min. The non-enzymatic reduc-
tion of  cytochrome c  was measured under the same conditions after
addition of  10 mg ml−1 antimycin A. The specific activity of  complex
III was  calculated by subtracting the activity of the non-enzymatic
reaction from that of the total activity.
2.9. Complex IV (cytochrome-c oxydase)
Complex IV activity was determined by monitoring the oxi-
dation of cytochrome c  at 550 nm.  A 80 mM  solution of reduced
cytochrome c (92–97% reduced using dithionite) in 50 mM  KH2PO4
(pH 7), was pre-incubated for 2 min  at 37 ◦C.  The reaction was ini-
tiated by adding 2  mg ml−1 mitochondrial protein and the change
in optical density at 550 nm was  recorded for 1.5 min.
2.10. Citrate synthase
Citrate synthase activity was measured in a reaction medium
containing 0.15 mM  5,5′-dithiobis(2-nitobenzoic acid) regenerated
with 1 M Tris buffer at pH  8.1, 0.5 mM oxaloacetate, 0.3 mM  acetyl-
CoA and 1% Triton X-100. After 2 min  of  incubation at 37 ◦C,  the
reaction was triggered by adding 50 mg ml−1 of  mitochondrial pro-
teins, and the reduction of DNTB by CoASH was followed at 412 nm.
2.11. Fumarase
Fumarase activity was  measured by monitoring the formation
of fumarate from malate at 250 nm. The mix  composed of 50 mM
KH2PO4 (pH 7.4), 0.1 mM  EDTA, 10 mM  malate and 0.2% Triton was
incubated for 5 min  at 37 ◦C.  The reaction was started by adding
50 mg ml−1 (final volume) of mitochondrial proteins and the change
in optical density at 250 nm was  recorded for 4 min.
2.12. Succinate dehydrogenase (SDH)
Succinate dehydrogenase activity was measured after the
reduction of  2,6-dichlorophenolindophenol (DCPIP) in  the presence
of 1 mM phenazine methosulfate (PMS) at 600 nm. Mitochondrial
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Fig. 1. Oxygen consumption on isolated liver mitochondria. Rates of oxygen consumption in  respiratory states II  (EII) and III (EIII): (A) in  the  presence of complex I-dependent
substrates (MP); and (B) in the presence of  complex II-dependent substrate (SR). (C) COX respiratory rates and calculated respiratory control ratios: EIII/EIV (RCR). The oxygen
consumption was  measured in  nanomoles of oxygen per minute per milligram of mitochondrial protein and the results are expressed as mean values ± standard deviation.
WT:  Hmbs+/+ control mice. BS:  Hmbs−/− mice in  the basal state. PB: Hmbs−/− mice after intraperitoneal phenobarbital injection. PB-HA: Hmbs−/− mice after phenobarbital
exposure followed by intraperitoneal injection of  heme arginate. Statistical significance: ∗ p < 0.05, ∗∗ p < 0.01.
proteins (50 mg ml−1)  were incubated in a  mix  containing 50 mM
KH2PO4 (pH 7.5), 16 mM  succinate, and 1.5 mM  KCN for 5 min  at
37 ◦C. The reaction was started by  adding 100 mM  DCPIP, and the
optical density was recorded for 1.5 min.
2.13. Alpha-ketoglutarate dehydrogenase (˛-KGDH), aconitase
and isocitrate dehydrogenase synthase (ICDH)
The activities of three enzymes were measured during the same
reaction using two different reaction mediums. First, to assay a-
ketoglutarate dehydrogenase we used a mix  containing 10 mM
KH2PO4 (pH 7.2), 2 mM  CaCl2,  2 mM  MgCl2, 0.2 mM  EDTA, 0.1%
Triton, 2 mM DTT, 2 mM  a-ketoglutarate, 0.8 mM  NAD+,  0.1 mM
thiamine pyrophosphate (TPP) and 2 mg ml−1 of mitochondrial pro-
tein. After 3 min  of incubation at 37 ◦C,  the reaction was triggered
by adding 0.2 mM  CoASH, and the reading was recorded for 2 min
at 340 nm.  Then, in the same cuvettes of the spectrophotometer,
we added the second mix  containing 10  mM  citrate, 10 mM MgCl2
and 0.8 mM NADP+ to assay aconitase for 4 min  at 340 nm. Finally,
we added 10 mM of  isocitrate to assay isocitrate dehydrogenase,
recording the reading for 3 min  at 340 nm.
2.14. Statistical analysis
Statistical comparisons were made with the Mann-Whitney U
test. Differences were considered statistically significant at p < 0.05.
All  analyses were performed using GraphPad Prism 5 software
(GraphPad Software, La Jolla, CA, USA).
3. Results
3.1. Mitochondrial respiration in the liver of phenobarbital
treated Hmbs−/− mice is altered
A spontaneous increase in state III respiration (the maximal
phosphorylating respiration stimulated by ADP) driven by com-
plex II was found in liver mitochondria from Hmbs−/− mice in the
basal state (BS) compared to wild type (WT) mice (+83%, ** p < 0.01)
(Fig. 1B, right panel). There was  no significant difference in the
mitochondrial respiration driven by complex I substrates, malate
and pyruvate, among the four groups of Hmbs−/− mice studied, i.e.
BS, WT,  PB (mice with phenobarbital-induced AIP), and PB-HA (PB
mice treated with heme arginate), in  state II  respiration, which
is non-phosphorylating without ADP, and in state III  respiration
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(Fig. 1A). In contrast, the endogenous state II respiration (EII) driven
by complex II, with succinate and rotenone as substrates, was  sig-
nificantly reduced in mitochondria from PB mice compared to BS
mice (−59%, * p  < 0.05) (Fig. 1B). The endogenous ADP-stimulated
state III respiration (EIII) driven by complex II was also signifi-
cantly reduced in liver mitochondria from PB mice compared to
BS mice (−58%, ** p <  0.01), and in PB-HA mice the treatment sig-
nificantly compensated the reduced respiration in PB mice (+58%,
* p < 0.05) (Fig. 1B). There were no  significant differences among
the four groups of mice with regard to complex IV (cytochrome
oxydase)-driven mitochondrial respiration (Fig. 1C), nor were there
any significant differences in the respiratory control ratios (RCRs).
Three control experiments showed that the mitochondrial
respiratory inhibition was not due to the phenobarbital itself or
to its derived products. Firstly, the phenobarbital directly admin-
istered in the Oxygraph to isolated liver mitochondria from WT
Hmbs+/+ mice did not affect the respiratory rate (data not shown).
Secondly, WT mice injected with phenobarbital (WT-PB) showed
no significant impairment of the mitochondrial respiration driven
by complexes I and II  or by the isolated complex IV in compari-
son to non-injected controls (WT) (Supplementary Fig. 2). Lastly,
enzymatic activities of respiratory chain complexes, in liver of WT
mice treated with phenobarbital, were not significantly affected
(Supplementary Fig. 2).
3.2. The enzymatic activities of the first three mitochondrial
respiratory chain complexes are altered in the liver of Hmbs−/−
mice exposed to phenobarbital
Mitochondrial respiratory complex I  activity was significantly
reduced (Fig. 2)  in the liver of  PB mice compared to BS mice (−52%,
** p < 0.01) with a partial restoration of  activity in  the PB-HA mice
(+39%, * p < 0.05). Complex II activity was significantly reduced
in the liver of PB mice compared to BS mice (−50%, ** p  < 0.01)
but without restoration of activity in the PB-HA mice. Complex III
activity was significantly reduced in the liver of PB mice compared
to BS mice (−55%, * p < 0.05) with an almost complete restoration
of activity in the treated PB-HA mice (+80%, * p < 0.05). Complex
IV heminic activity was not significantly different in the liver
mitochondria of  the four groups of mice studied.
The analysis of  protein levels of  the subunits of complexes I–V in
liver homogenates, using an  OXPHOS antibody cocktail, showed no
significant differences in the mitochondria from PB mice compared
to BS mice (Supplementary Fig. 3). Similarly, the expression lev-
els of mitochondrial (MnSOD) and cytosolic (CuZnSOD) superoxide
dismutases, which are usually stimulated in response to oxidative
stress, showed no significant differences between PB mice and BS
mice. These two results suggest that the reduced activity of  RC
complexes observed in AIP mice exposed to phenobarbital is due
neither to reduced OXPHOS protein expression nor to increased
ROS production (Supplementary Fig. 4).
3.3. The mitochondrial enzymatic activities of three TCA cycle
enzymes are altered in the liver of Hmbs−/− mice exposed to
phenobarbital
The mitochondrial enzymatic activities of five TCA cycle
enzymes were investigated (Fig. 3): succinate dehydroge-
nase (SDH), fumarase, a-ketoglutarate dehydrogenase (a-KGDH),
citrate synthase (CS) and isocitrate dehydrogenase (ICDH). After
phenobarbital injection, the activities of a-KGDH, CS and SDH, were
reduced by 64% (* p < 0.05), 48% (** p < 0.01) and 53% (* p  < 0.05),
respectively, in  mitochondria from PB mice compared to BS mice,
whereas the activities of fumarase and ICDH were not affected.
The remission in  the treated PB-HA mice completely compensated
the a-KGDH defect (+244%, * p < 0.05) and partially compensated
the SDH defect (+30%, * p <  0.05) but failed to compensate the CS
defect. As in  the case of most RC complex activities, the SDH and CS
activities were spontaneously greater, (+55%, * p < 0.05) and (+70%,
Fig. 2. Mitochondrial OXPHOS complex enzymatic activities in  liver homogenate fractions. Activities of  RC  complexes were measured on isolated liver mitochondria from the
four  groups of mice. Results are expressed in nmoles min−1 mg−1 of mitochondrial protein as mean values ± standard deviation. WT:  Hmbs+/+ control mice. BS: Hmbs−/− mice
in  the basal state. PB: Hmbs−/− mice after intraperitoneal phenobarbital injection. PB-HA: Hmbs−/− mice after phenobarbital exposure followed by intraperitoneal injection
of  heme arginate. Statistical significance: ∗ p < 0.05 and ∗∗ p <  0.01.
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Fig. 3. Enzymatic activities of the TCA cycle in liver homogenate fractions. Succinate dehydrogenase (SDH), fumarase, isocitrate dehydrogenase (ICDH), alpha-ketoglutarate
dehydrogenase (a-KGDH) and  citrate synthase activities were measured in  nmoles per minute per milligram of mitochondrial protein; the results are expressed as mean
values ± standard deviation. WT:  Hmbs+/+ control mice. BS:  Hmbs−/− mice in  the basal state. PB: Hmbs−/− mice after intraperitoneal phenobarbital injection. PB-HA: Hmbs−/−
mice after phenobarbital exposure followed by intraperitoneal injection of  heme arginate. Statistical significance: ∗ p < 0.05 and ∗∗ p < 0.01.
* p < 0.05), respectively, in liver mitochondria from BS mice com-
pared to WT  mice.
4. Discussion
Few studies have addressed the question of the possible involve-
ment of mitochondrial energetic defects in the pathophysiology of
AIP. Pereira et al. (1992) showed that the chronic treatment of rats
with ALA decreased citrate synthase activity in  the liver and skele-
tal muscles, producing fatigue in the animals significantly earlier
than in controls. Ogura et al. (2011) reported that ALA oral admin-
istration in mice led to a 1.5-fold increase of cytochrome c  oxydase
activity in the liver, accompanied by increased ATP production,
suggesting that ALA may  affect energy metabolism. Our study on
an AIP mouse model reveals a failure of  mitochondrial energetic
metabolism in the liver after phenobarbital injection.
During the phenobarbital exposure, the RC and the TCA cycle
of the liver mitochondria of  the mice were both profoundly
affected, and the treatment was accompanied by partial or com-
plete recovery. Contrary to expectation, we found no defect
specifically affecting the three RC components containing heme as
the prosthetic group, i.e. complex III, complex IV and cytochrome c,
which transmits electrons from complex III  to complex IV. Indeed,
although complex III  was affected, complex IV was not since the
normal respiration driven by complex I  substrates ensured full
cytochrome c  functionality. In contrast, the activities of mito-
chondrial complexes I–III were greatly affected in the liver during
the phenobarbital exposure, but the decreased activities were not
due to reduced enzyme content. Complexes I  and II  are indeed
highly regulated by post-translational modifications, particularly
by phosphorylation, acetylation, succinylation and by  allosteric
regulation. Complex I  and II  are  directly impacted by the avail-
able supplies from the Krebs cycle intermediates. For example, the
Krebs cycle metabolic intermediate succinyl-CoA activates com-
plex II (Kearney et al., 1972)  and the acetylation state of complexes
I  and II  is tightly regulated by sirtuin 3,  the activity of  which
relies on the NAD+ level and the NADH/NAD+ ratio (Peek et  al.,
2013), this later ratio being greatly dependent on the Kreb’s cycle
activity. The respiratory measurements revealed that complex
II-driven respiration, which is usually privileged in hepatocytes,
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Fig. 4. Interconnections between heme synthesis, the RC and the TCA cycle during the  phenobarbital exposure and the treatment with heme arginate and glucose. The
transport of acyl-CoA in  mitochondria through the two  carnitine palmitoyl transferases, CPT1 and CPT2 is followed by b-oxidation, providing acetyl-CoA to the TCA cycle.
Acetyl-CoA is also supplied to the TCA cycle by pyruvate deshydrogenase (PDH), which oxidizes the  pyruvate produced by cytoplasmic glycolysis. The TCA provides NADH
and  FADH2 for OXPHOS, which couples the electron flux involved in  the ATP synthesis. ALAS1 uses succinyl-CoA from TCA to the heme biosynthesis. AIP crises induce the
massive withdrawal of succinyl-CoA, impairing the TCA and RC  fluxes. The treatment with heme arginate reduces the  withdrawal of  succinyl-CoA, whereas the treatment
with  glucose increases its supply. OMM: outer mitochondrial membrane; IMM: inner mitochondrial membrane.
was altered by the injection of phenobarbital and restored after
heme treatment.
Complexes I–III all contain iron-sulfur clusters that could be the
target of oxidative stress generated by the overproduction of ALA
in AIP. Iron-sulfur clusters are small inorganic cofactors formed by
the tetrahedral coordination of iron atoms with the sulfur groups of
amino acids residues. Such iron-sulfur clusters containing enzymes
are known to represent critical targets for oxygen free radicals
(Rötig et al., 2002) that contribute to the pathophysiology of AIP
(Hermes-Lima et  al., 1992). However, in our model, none of  the
ROS cytosolic (CuZnSOD) and mitochondrial (MnSOD) detoxifying
enzymes, known to be sensitive markers of response to oxidative
stress, were affected.
The second feature distinguishing the first three RC complexes
from the others is that they all constitute points of  entry for elec-
trons in the RC. Thus, we hypothesized that a  general lack of
substrate supply (NADH for complex I and FADH2 for complex II)
to the RC might explain the OXPHOS defect. We therefore explored
the TCA cycle since complex II-driven respiration was found to be
functionally affected and complex II activity (SDH) is shared by both
the RC and the TCA cycle. Moreover, the heme biosynthesis path-
way is closely linked to the TCA cycle that provides succinyl-CoA as
a carbon source for the initial ALAS step of heme biosynthesis. We
found that the TCA cycle was greatly affected at least at three lev-
els, i.e. those of citrate synthase, the regulatory enzyme that orients
the first step of the TCA flux and, interestingly, the two enzymes
involved in the synthesis or utilization of succinyl-CoA, i.e. a-KGDH
(one of the three regulatory enzymes of the TCA cycle) and SDH.
The sharp increase of ALAS1 activity during the AIP crises probably
consumes most of the succinyl-CoA available in the mitochondria.
The acute subtraction of this intermediate metabolite could alter
the metabolite flux through the TCA cycle, a phenomenon known
as cataplerosis, which is usually compensated by anaplerotic
reactions that counter the lack of  the metabolite (Nelson and Cox,
2000). ALAS induction could also occur in Hmbs+/+ WT mice treated
with phenobarbital since a complex series of  nuclear receptors
and xenosensors control ALAS1 up-regulation upon exogenous
invasion (Podvinec et  al., 2004). However, Jover et al. (2000)
showed that ALAS activity and mRNA were not significantly ele-
vated in the liver by repeated phenobarbital administration in
control mice whereas it was substantially induced in Hmbs−/−mice.
Therefore, this absence of  ALAS1 induction strongly supports the
lack of  cataplerosis and OXPHOS defect we  found in the Hmbs+/+
WT  mice.
Our  results, offering the first demonstration of a transitory
implication of  the mitochondrial RC and TCA cycle enzymes in the
hepatic pathophysiology of AIP, are  schematized in Fig. 4. The trans-
fer of succinyl-CoA from the TCA cycle to ALA synthesis leads to
cataplerosis such that the TCA cycle is unable to provide reduced
substrates to the RC. The decreased supply of NADH and FADH2 to
the RC reduces the activities of complexes I-III together with the
complex II-driven respiration that is usually privileged in hepato-
cytes, thus leading to an energetic failure. These findings suggest a
putative energetic beneficial role of  siRNA directed against hepatic
ALAS1 and are supported by the results of the two treatments
that have proved efficacious in  the management of  AIP, i.e. heme
arginate and carbohydrates. On one hand, heme arginate inhibits
ALAS1, thus increasing the availability of  succinyl-CoA for the TCA
cycle and the NADH, FADH2 supply for the RC; on the other hand,
the administration of carbohydrates increases the availability of
acetyl-CoA for the TCA cycle by upregulating citrate synthase activ-
ity and thereby the metabolic flux across the TCA cycle. However, in
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addition to this hypothesis of cataplerosis and in regard to the tight
interconnection of the metabolic pathways involved in this patho-
physiological model of AIP, we cannot exclude the participation of
other mechanisms either in the impairment of  the RC or in mito-
chondrial metabolic disturbances. Nor can we exclude the direct
or indirect impact of heme deficiency and ALA overproduction on
respiration.
Our study also showed that the enzymatic activities of the
RC and TCA cycle were spontaneously increased on the trans-
genic Hmbs−/− mice outside of the period phenobarbital exposure,
suggesting the operation of a compensatory mechanism already
present in the basal state but without any clinical manifesta-
tion. The mechanism restoring metabolic re-equilibrium in the
transgenic mice might be compromised by  phenobarbital. Indeed,
an elevated blood lactate concentration, a classical hallmark of
OXPHOS dysfunction, has been reported in 6 patients compared to
controls outside the period of crises (Herrick et al., 1990), showing
that AIP patients may be chronically affected by  a subtle, sub-
clinical OXPHOS defect.
Although the excess production of heme precursors in AIP is
mainly of hepatic origin, the liver function is frequently preserved
in patients and only a minority of them shows a mild transami-
nase increase. Thus, the OXPHOS impairment demonstrated in  the
present article may  not have reached a threshold high enough to
cause a severe liver failure.
The investigation of the impaired energetic metabolism of  liver
mitochondria in the AIP mouse model is prerequisite to the intro-
duction of any new hepatic ALAS1 biotherapy for patients with
the disease. Determining whether a similar mitochondrial dysfunc-
tion affects tissues and organs other than the liver and during the
chronic phases of the disease should help to define a  novel thera-
peutic strategy for the disorder.
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Abstract 
Acute intermittent porphyria (AIP), an autosomal dominant metabolic disease (MIM 
#176000), is due to a deficiency of hydroxymethylbilane synthase (HMBS), which catalyzes 
the third step of the heme biosynthetic pathway. The clinical expression of the disease is 
mainly neurological, involving the autonomous, central and peripheral nervous systems. We 
explored mitochondrial oxidative phosphorylation (OXPHOS) in the brain and skeletal 
muscle of the Hmbs-/- mouse model first in the basal state, and then after induction of the 
disease with phenobarbital and treatment with heme arginate. The modification of the 
respiratory parameters, determined in mice in the basal state, reflected a spontaneous 
metabolic energetic adaptation to HMBS deficiency. Phenobarbital induced a sharp alteration 
of the oxidative metabolism with a significant decrease of ATP production in skeletal muscle 
that was restored by treatment with heme arginate. This OXPHOS defect was due to 
deficiencies in complexes I and II in the skeletal muscle whereas all four respiratory chain 
complexes were affected in the brain. To date, the pathogenesis of AIP has been mainly 
attributed to the neurotoxicity of aminolevulinic acid and heme deficiency. Our results show 
that mitochondrial energetic failure also plays an important role in the expression of the 
disease. 
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Introduction 
Acute intermittent porphyria (AIP) is characterized by episodic neurovisceral attacks 
involving severe abdominal pain, peripheral neuropathy and psychiatric disturbances (1,2). 
Diffuse abdominal pain, mimicking the acute abdomen syndrome, is accompanied by other 
neurovisceral symptoms such as nausea, vomiting, constipation, or diarrhoea. These 
symptoms, together with tachycardia, cardiac arrhythmia and high blood pressure, are thought 
to be due to the dysfunction of the sympathetic autonomic nervous system (3). The central 
nervous system is also involved in AIP. Porphyric attacks are often preceded by a prodromic 
phase with behavioural changes such as anxiety, restlessness and insomnia (4). In 20-30% of 
patients, signs of mental disturbance such as anxiety, insomnia, depression, disorientation, 
hallucinations, paranoia, agitation or confusion have been reported (5). Encephalopathy may 
also develop with altered consciousness and cortical lesions detected by brain MRI (6). Acute 
attacks can be life-threatening because of complications such as paralysis of the respiratory 
muscles. Indeed, unrecognized or untreated AIP is associated with a significant mortality of 
up to 10% (7). Muscle pain, weakness and paresis, beginning proximally in the arms and legs, 
also often develop during the crisis (5,8) as a consequence of peripheral neuropathy (3,2). 
Electromyography and muscle biopsies show features of denervation together with muscle 
atrophy (9,10). Pathological studies have shown widespread peripheral nerve degeneration 
and chromatolysis of the anterior horn cells (10). These neurophysiological features may 
resolve after the crisis, but the partial improvement and persistence of irreversible nerve 
damage and muscle atrophy may accompany the evolution of the disease especially after 
recurrent AIP attacks (11). Subtle anomalies of nerve conduction have also been identified in 
patients not in the acute phase of the disease, reflecting subclinical neuropathy between acute 
attacks (12). 
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The causes of this constellation of neurological features in AIP are far from being understood. 
AIP, an autosomal dominant metabolic disease (MIM #176000), is caused by the deficiency 
of hydroxymethylbilane synthase (HMBS, EC 2.5.1.61), which catalyzes the third step of 
heme biosynthetic pathway (13). Acute attacks are provoked by endocrine or environmental 
factors including malnutrition (14) and drugs such as phenobarbital that induce the gene 
expression of cytochrome P450 enzymes in the liver (15). AIP patients are unable to respond 
satisfactorily to the increased demand for heme. In addition, the relative lack of heme greatly 
activates hepatic aminolevulinate synthase-1 (ALAS-1), the first step of the heme biosynthetic 
pathway that catalyzes the synthesis of aminolevulinic acid (ALA). The increased hepatic 
ALAS-1 activity leads to the sharp accumulation of ALA and porphobilinogen (PBG), the 
heme precursors synthetized upstream of the HMBS blockage. Thus, during the AIP crisis, 
the liver is the main source of overproduction of ALA. The pre-eminence of the liver in the 
pathogenesis of AIP is supported by the reported remission of the disease after liver 
transplantation (16,17). The current treatment of AIP attacks associates the withdrawal of 
porphyrinogenic drugs, adequate intake of calories and carbohydrates, and intravenous 
administration of heme arginate (Normosang®) that restores the negative heme feedback on 
ALAS-1.   
 
The diffusion of ALA from the liver to the rest of the body is thought to be the main factor in 
the neurological expression of AIP (18,19). The mechanism of ALA neurotoxicity may be 
linked to its pro-oxidant properties or to its structural homology with GABA (20,21,22,23). 
However, ALA neurotoxicity is probably not the unique cause underlying the neurological 
expression of AIP (2). Firstly, no close correlation was found between ALA levels during an 
AIP attack and the clinical expression of the disease (24). Secondly, administration of ALA to 
healthy individuals did not produce symptoms of porphyria (25,26). Thirdly, even in the 
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absence of phenobarbital induction, Hmbs-/- mice spontaneously suffer from progressive 
motor dysfunction and axonal neuropathy due to axonal degeneration without any significant 
increase of ALA (27,28). The cause of this neurotoxicity in the absence of accumulation of 
ALA is unknown but the lack of heme might in itself contribute to the pathogenesis of the 
disorder (23). 
 
The Hmbs-/- mouse model was generated in 1996 (27). These C57BL6 mice are compound 
heterozygotes of one Hmbs null allele and a functional Hmbs allele with a milder mutation. 
Hmbs-/- mice have 30% residual HMBS activity in the liver and present the typical 
biochemical characteristics of human AIP with increased ALAS-1 activity and massive 
urinary excretion of ALA and PBG after intraperitoneal administration of phenobarbital. We 
recently reported a failure of mitochondrial energetic metabolism in the liver of the Hmbs-/- 
mouse model, with the first demonstration of a direct pathogenic mechanism linking the 
alteration of heme synthesis with the tricarboxylic acid cycle and impairment of the 
respiratory chain (29). Since neurological and muscular symptoms are the major 
consequences of mitochondrial defects, we hypothesized that such defects might be involved 
in the pleiotropic neurological dysfunctions observed in AIP. We therefore investigated 
mitochondrial energetic metabolism in the brain and the skeletal muscle of the Hmbs-/- mouse 
model of AIP. 
 
Results 
Enzymatic activities of complexes I and II are altered in the muscle of Hmbs-/- 
mice treated with phenobarbital 
We verified that phenobarbital alone did not induce any enzymatic defects in the 
gastrocnemius of WT mice. WT mice injected with phenobarbital (WT-PB) showed no 
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significant impairment of the mitochondrial respiratory chain activity (Fig. 1A). Similarly, 
phenobarbital did not alter citrate synthase (CS) activity, making it possible to normalize the 
mitochondrial respiratory complex activity with respect to CS activity.  
Measurement of the enzymatic respiratory complex activity (Fig. 1B) showed a spontaneous 
increase of complex I activity in the Hmbs-/- mice in the basal state (BS) in comparison to WT 
mice (+ 86%, p < 0.05). Exposure to phenobarbital led to a significant decrease in the activity 
of complexes I and II, with a reduction of 40% (p < 0.05) for complex I and 30% (p < 0.05) 
for complex II. These activities were not significantly restored by heme arginate treatment. 
The enzymatic activity of the heminic complexes III and IV was not significantly affected. 
 
Respiration driven by complexes I and II is altered in Hmbs-/- mice in the muscle 
treated with phenobarbital 
The ADP-stimulated respiration driven by complex I was spontaneously increased in the 
gastrocnemius of Hmbs-/- mice in the basal state (BS) compared to that in WT mice (+60%, 
p<0.05) (Fig. 2, EIII MP). The respiration driven by complexes I and II was significantly 
affected in the gastrocnemius by the administration of phenobarbital in Hmbs-/- mice 
compared to that in BS mice. The respiration driven by complex I was reduced by 64% 
(p<0.01) (Fig. 2, EIII MP) in the phosphorylating condition. This respiratory defect was not 
significantly restored by heme arginate treatment. The respiration driven by complex II was 
significantly altered by exposure to phenobarbital with a reduction of 68% (p<0.01) in the 
phosphorylating condition with partial compensation after treatment with heme arginate 
(+100%, p<0.05) (Fig. 2, EIII SR). 
 
ATP production is decreased in the muscle of Hmbs-/- mice treated with 
phenobarbital 
 7 
ATP synthesis in the gastrocnemius of Hmbs-/- mice was significantly affected by the 
administration of phenobarbital. Phenobarbital induced a 48% decrease (p < 0.01) in ATP 
production that was completely restored after treatment with heme arginate (+100%, p < 0.05) 
(Fig. 3). The ATP/O ratio was maintained in this muscle with a similar efficacy of ATP 
synthesis. 
 
Enzymatic activities of the four respiratory chain complexes are altered in the 
brain of Hmbs-/- mice treated with phenobarbital 
We verified that phenobarbital alone did not induce any enzymatic defect in the brain of WT 
mice. WT mice injected with phenobarbital (WT-PB) showed no significant impairment of 
respiratory complex activity (Fig. 4A). Similarly, phenobarbital did not alter citrate synthase 
(CS) activity, making it possible to normalize respiratory complex activity with respect to CS 
activity. Complex I activity was significantly reduced in the brain of Hmbs-/- mice after 
exposure to phenobarbital compared to BS mice (-45%, p < 0.05) (Fig. 4B). Complex I 
activity was restored by treatment with heme arginate (+55%, p<0.05). Complex II activity 
was spontaneously increased in the brain of Hmbs-/- mice in the basal state (BS) compared to 
WT mice (+40%, p < 0.05), and the administration of phenobarbital induced a significant 
decrease of 30% (p < 0.05) that was not restored by heme arginate. Complex III activity was 
significantly reduced by phenobarbital (-35%, p < 0.05) and was restored by heme arginate 
(+86%, p<0.05). Complex IV activity was affected by phenobarbital with a significant 
decrease of 30% (p < 0.05) that was not restored by heme arginate. Respiration driven by 
complexes I and II (ADP-stimulated or not) were not significantly affected in the Hmbs-/- 
mice in the basal state (BS) or after exposure to phenobarbital (Fig. 5).  
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Discussion 
Alterations of mitochondrial energy production are involved in many inherited diseases and 
common disorders. Although the clinical expression of inherited mitochondrial disorders is 
highly heterogeneous involving most of the organs, neurological and muscular impairments 
are most frequently observed. The sensitivity of the nervous system and muscle to 
mitochondrial dysfunction is related to their particularly high energy demand. In cases of 
inherited mitochondrial dysfunction, the neuromuscular expression of the disorder is highly 
heterogeneous and pleiotropic, affecting the central, peripheral and autonomous nervous 
systems. The neuromuscular alterations observed in AIP together with the close relationship 
between the biosynthesis of heme and mitochondrial energetic metabolism led us to 
investigate the possible contribution of a mitochondrial energetic defect to the clinical 
expression of AIP.   
 
We found that Hmbs-/- mice have a bioenergetic phenotype distinct from that of WT mice 
with the same nuclear background. The mitochondrial energetic metabolism of Hmbs-/- mice 
was found to be spontaneously modified in the brain and muscle tissues in comparison to 
controls. The respiration driven by complex I and the enzymatic activity of complex I were 
spontaneously higher in the muscle of the Hmbs-/- mice, whereas complex II activity alone 
was spontaneously higher in the brain than in controls. In a previous study on the spontaneous 
adaptation of complexes I-III in the liver of Hmbs-/- mice, we used a cocktail of antibodies 
against complexes I-IV to show that the alteration of the mitochondrial respiratory activity 
was not due to a modification of protein expression (29). These modifications, probably due 
to the action of adaptive mechanisms, reflect the establishment of a re-equilibrium of the 
mitochondrial energetic metabolism with regard to HMBS deficiency. The spontaneously 
modified activities of the respiratory complexes in the brain and the muscles may result from 
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the allosteric regulation occurring in response to the imbalance between the three 
interdependent mitochondrial metabolite functions, i.e. heme biosynthesis, the Krebs cycle 
and the respiratory chain. 
 
When the AIP phenotype was exacerbated by phenobarbital induction, the mitochondrial 
energy metabolism was severely affected in the brain as well as in the muscle tissues. In the 
brain, the compensatory increase of complex II activity observed in Hmbs-/- mice disappeared 
after administration of phenobarbital, and the enzymatic activities of complexes I-IV were 
significantly altered without affecting the respiration. In the muscle, the increase in complex I 
activity was reversed after administration of phenobarbital, with a reduction of respiration and 
a decrease in the enzymatic activities of complexes I and II, finally leading to the collapse of 
ATP production. In addition, we found that treatment with heme arginate was highly effective 
in restoring the capacity of ATP production in the muscle and rectifying several of the 
phenobarbital-induced OXPHOS alterations.  
 
We have reported deficiencies of complexes I-III in the liver of the Hmbs-/- mouse model (29). 
This OXPHOS impairment was thought to be produced by a mechanism of tricarboxylic acid 
cycle cataplerosis due to the hyperactivation of ALAS-1, leading to a decreased supply of 
reduced cofactors to the mitochondrial respiratory chain. Since the hyperactivation of ALAS-
1 during the AIP crises is mainly liver-specific, a similar mechanism cannot be evoked in the 
case of brain and muscle tissues. The neurotoxicity of ALA, overproduced by the liver, 
remains the most plausible hypothesis for explaining the AIP-associated OXPHOS defect in 
the brain and muscle. Working with HepG2 cells, we recently reported that, in addition to 
inducing an oxidative stress, ALA also directly impaired mitochondrial respiration and 
decreased ATP content (30). We cannot exclude a direct effect of heme deprivation on 
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respiratory chain in the brain where all the four complexes are affected. However, in the 
muscle, only the non-heminic complexes are affected. In addition, heme arginate is not known 
either to release free heme or to be incorporated in hemoproteins. OXPHOS impairment may 
also be related to the tight interdependency of the mitochondrial metabolic pathways. For 
instance, the heme synthesis begins in the mitochondria by the condensation of glycine, with 
succinyl-CoA being supplied by the tricarboxylic acid cycle, which itself is closely linked to 
the respiratory chain (31). 
 
Although OXPHOS is severely impacted by the exacerbation of the AIP phenotype by 
phenobarbital in the liver, the brain, and the muscle of Hmbs-/- mice, the respiratory 
dysfunction observed is not identical in the three tissues. The differences are probably due to 
the tissue diversity of the mitochondrial and OXPHOS proteomes. Indeed, approximately half 
of the mitochondrial proteins have a tissue-specific expression (32). Interestingly, it was 
shown that the mitochondrial proteome was sharply altered by heme depletion in cultured 
mouse hepatocyte (33). Such heme-depletion elicited down-regulation of the mitochondrial 
proteome specifically included several ATP synthase subunits. A decrease in ATP synthase 
expression could worsen the ATP synthesis deficiency that was observed upon phenobarbital-
mediated increased heme demand. The various tissues consume different physiological energy 
substrates and, at the functional level, there is a great diversity in the kinetic parameters of the 
four respiratory complexes (34). These differences may also reflect the presence of the brain-
blood barrier that considerably limits the delivery of ALA and heme arginate to the brain. 
 
Our results suggest that the level of OXPHOS alteration is compatible with the neurological 
and muscular clinical expression of AIP. Such mitochondrial energy deficits incurred for the 
purposes of concurrent ALA generation could synergize its neurotoxicity and contribute to the 
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clinically observed neurovisceral manifestations of AIP attacks. The muscular clinical 
expression of the disease, mainly muscle weakness, is usually attributed to peripheral 
neuropathy and muscle denervation that have been evidenced in human patients and the 
mouse model. Our results strongly argue for the participation of primary muscular 
dysfunction due to bioenergetic failure. The implication of the mitochondrial respiratory 
dysfunction in AIP highlights the importance, already well known, of providing patients with 
appropriate energetic and carbohydrate supplies for the management of acute attacks of the 
disease (14). Moreover, the prospect of a subcutaneous RNAi treatment targeting 
aminolevulinate synthase-1 (ALAS-1) underscores the necessity for a better characterization 
of the relationship between ALAS-1, the tricarboxylic acid cycle, the mitochondrial 
respiratory complex and OXPHOS in extra-hepatic tissues (35). The investigation of the 
impaired mitochondrial energetic metabolism of muscle and brain in the AIP mouse model, 
throwing new light on the pathophysiology of the disease, constitutes a prerequisite step to the 
introduction of novel ALAS-1 biotherapy in AIP. The further knowledge of the mitochondrial 
involvement in AIP may be expected to lead to a better understanding of the factors 
influencing the penetrance, expressivity and treatment of the disease.  
 
Materials and methods 
Animals 
The murine Hmbs-/- model of AIP used in this study was generated by Lindberg et al. (27,28). 
These mice are compound heterozygotes of two different disruptions: one null allele of the 
Hmbs gene from the T1 strain C57BL/6-Hmbstm1(neo)Uam, and a functional allele with a milder 
mutation from the T2 strain C57BL/6-Hmbstm2(neo)Uam. 
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The specific impact of phenobarbital on mitochondria was assessed by comparing the 
enzymatic activities of the mitochondrial respiratory complexes I-IV and of citrate synthase 
(CS) in the gastrocnemius and the brain tissues of five WT mice subjected to intraperitoneal 
administration of the drug with five untreated control WT mice, under the same conditions as 
imposed on the Hmbs-/- mice. The effect of heme-arginate on respiratory chain was also tested 
by complexes I-IV enzymatic activities measurements in isolated brain mitochondria. We did 
not observed any significant impact of heme-arginate on respiratory chain complexes (data 
not shown). 
 
Twenty-four female mice (8-10 weeks old) were allocated into four groups, each comprising 
six mice. The first group (WT), consisting of six wild type Hmbs+/+ mice with the same 
C57BL/6 genetic background, served as controls. The second group (BS), consisted of six 
Hmbs-/- mice in the basal state. The third group (PB) consisted of six Hmbs-/- mice subjected 
to intraperitoneal administration of phenobarbital (Gardenal®) at 100 mg/Kg for 3 
consecutive days as described elsewhere (36). These mice were sacrificed 15 hours after the 
last injection. The fourth group (PB-HA) consisted of six Hmbs-/- mice exposed to 
phenobarbital (PB) and treated by an intraperitoneal injection of heme arginate (HA) 
(Normosang®) at 8 mg/kg for two consecutive days. These mice were sacrificed two hours 
after the last injection. The metabolic profiles of urinary ALA and PBG, analysed in the four 
groups of mice confirmed the specific and reversible accumulation of ALA and PBG during 
exposure to phenobarbital (29).  
 
All the animal experiments were conducted in accordance with the Guide for the Care and 
Use of Laboratory Animals, 8th Edition, 2011, National Research Council, National 
Academies Press, Washington, DC, USA. The mice were anaesthetised with isoflurane, in 
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accordance with European Community guidelines (directive 86/609/CEE), before decapitation 
and dissection. The whole brain was dissected immediately before homogenization and 
preparation of brain mitochondria for oxygraphy and enzymology. The gastrocnemius was 
dissected immediately at the level of its white section before dissection and permeabilization 
of the muscle fibres for oxygraphy, and homogenization of muscle mitochondria for 
enzymology. 
 
Mitochondrial enzymatic activities 
The activities of the mitochondrial respiratory complexes I-IV and citrate synthase (CS) were 
measured on the gastrocnemius and brain homogenates at 37°C with a Beckman DU-640B 
spectrophotometer (Beckman Coulter) using standard methods (37). 
 
Mitochondrial respiratory rates 
The mitochondrial respiration rates were measured in the gastrocnemius muscle fibres (38) 
and in brain (39), using a two-channel high-resolution oxygraph respirometer (Oroboros, 
Innsbruck, Austria). State II respiration was initiated in the presence of either complex I 
substrates (5 mM malate and 2.5 mM pyruvate) or complex II substrates (10 mM succinate 
supplemented with 10 µM rotenone in order to inhibit complex I). The active respiratory 
states (state III, coupled-respiration) were initiated by saturating the ADP concentration to 0.5 
mM in isolated brain mitochondria or to 1.5 mM in the muscle fibres. Cytochrome c (8 µM) 
was added to check the integrity of the mitochondrial outer membrane (result not shown). 
 
ATP synthesis 
The ATP synthesized in situ in permeabilized muscle fibres was measured as described (40). 
Aliquots were sampled at 30-second intervals, quenched with equal volumes of 7% perchloric 
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acid, and preserved at 80°C. The ATP content was measured from neutralized supernatants by 
an assay based on a tandem enzyme reaction driven by hexokinase (0.9 U/ml) and glucose-6-
phosphate dehydrogenase (0.1 U/ml), which, in the presence of ATP and glucose (1 mM), 
converts NADP (0.5 mM) to NADPH at an equimolar ratio (41). 
 
Statistical analysis 
Statistical comparisons were made with the Mann-Whitney U test. Differences were 
considered statistically significant at p < 0.05. All analyses were performed using GraphPad 
Prism 5 software (GraphPad Software, La Jolla, CA, USA). All results are expressed as mean 
± SEM. 
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LEGENDS TO FIGURES  
 
Figure 1. Enzymatic activities of the four respiratory chain complexes in the gastrocnemius. 
A: WT mice (Hmbs+/+) with (WT-PB) or without (WT) treatment with phenobarbital. B: WT: 
wild type mice; BS: Basal state corresponding to Hmbs
-/- 
mice without treatment; PB: Hmbs
-/- 
mice treated with phenobarbital; PB-HA: Hmbs
-/- 
mice treated with phenobarbital and heme 
arginate. Results normalized with respect to citrate synthase (CS) activity. Statistical 
significance: * p<0.05. 
  
Figure 2. Respiration in the gastrocnemius of the Hmbs
-/- 
mouse. BS: Basal state 
corresponding to Hmbs
-/- 
mice without treatment; PB: Phenobarbital; PB-HA: Phenobarbital + 
heme arginate. MP: malate-pyruvate substrates (complex I-driven respiration). SR: succinate-
rotenone (complex II-driven respiration). EII: non-stimulated respiration (non- 
phosphorylating); EIII:  ADP-stimulated respiration (phosphorylating). Statistical 
significance: * p<0.05 and ** p<0.01. 
 
Figure 3. ATP synthesis in the gastrocnemius of the Hmbs
-/- 
mouse. BS: Basal state 
corresponding to Hmbs
-/- 
mice without treatment; PB: Phenobarbital; PB-HA: Phenobarbital + 
heme arginate. Statistical significance: * p<0.05 and ** p<0.01. 
 
Figure 4. Enzymatic activities of the four respiratory chain complexes in the brain of the 
Hmbs
-/- 
mouse. A: WT mice (Hmbs+/+) with (WT-PB) or without (WT) treatment with 
phenobarbital. B: WT: wild type mice; BS: Basic state corresponding to Hmbs
-/- 
mice without 
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treatment; PB: Phenobarbital; PB-HA: Phenobarbital + Heme arginate. Results normalized 
with respect to citrate synthase (CS) activity. Statistical significance: * p<0.05 and ** p<0.01. 
 
Figure 5. Respiration in the brain of the Hmbs
-/- 
mouse. BS: Basal state corresponding to 
Hmbs
-/- 
mice without treatment; PB: Phenobarbital; PB-HA: Phenobarbital + heme arginate. 
MP: Malate-pyruvate substrates (complex I-driven respiration); SR: succinate-rotenone 
(complex II-driven respiration). EII: non-stimulated respiration; EIII:  ADP-stimulated 
respiration.  
 
Figure 6: Proposed pathophysiological model of AIP. Phenobarbital administration sharply 
increases heme demand in the liver for the synthesis of cytosolic cytochrome-containing 
detoxification enzymes. In Hmbs-/- mice, loss of the negative control exerted by heme 
increases ALAS1 activity, leading to the accumulation of heme precursors such as ALA. ALA 
diffuses in the body, inducing an inhibitory effect on the respiratory chain. An AIP crisis alters 
the activity of the non-heminic complexes I and II, as well as the respiration driven by these 
complexes in the muscle, leading to an impairment of ATP production. In the brain, the 
enzymatic activities of the four respiratory chain complexes are altered whereas the 
respiratory rates are conserved. The nervous system and skeletal muscle, having the highest 
energy demands in the organism, are particularly vulnerable to bioenergetic defects leading, at 
least in part, to the neuromuscular expression of AIP. This pathophysiological cascade can be 
reversed by heme arginate, which restores the negative retrocontrol on ALAS1 in the liver. 
 
ABBREVIATIONS 
AIP: Acute Intermittent Porphyria; ALA: aminolevulinic acid; ALAS: aminolevulinate synthase; CS: 
Citrate Synthase; HMBS: hydroxymethylbilane synthase; MIM: Mendelian Inheritance in Man; MP: 
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Malate-Pyruvate; MRI: Magnetic Resonance imaging; OXPHOS: Oxidative Phosphorylation; PBG: 
porphobilinogen; RNAi: RNA interference; WT: Wild Type. 
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Discussion articles 1 et 2 
Peu d'études ont abordé la question de la participation éventuelle de défauts énergétiques 
mitochondriaux dans la physiopathologie de la PAI. Pereira 1992 a montré que le traitement 
chronique de rats avec de l’ALA entraînait une diminution de l'activité de la citrate synthase 
dans le foie et les muscles squelettiques Ogura2011 a rapporté que l’administration d'ALA 
chez la souris conduit à une augmentation de 1,5 fois de l’activité du cytochrome c oxydase 
dans le foie, accompagnée d’une production accrue d'ATP.  
Notre étude sur un modèle de souris PAI révèle une défaillance du métabolisme énergétique 
mitochondrial dans le foie, le muscle et le cerveau. Le métabolisme énergétique mitochondrial 
des souris HMBS-/- s’est révélé modifié spontanément par rapport aux témoins dans les 3 
tissus étudiés (foie, cerveau et muscle). Ces modifications, probablement dues à des 
mécanismes d'adaptation, reflètent la mise en place d'un rééquilibrage du métabolisme 
énergétique mitochondrial sans doute pour compenser le déficit en HMBS. 
Dans le foie, au cours de l'exposition au phénobarbital, la chaîne respiratoire et le cycle de 
Krebs sont significativement affectés avec le plus souvent une récupération partielle ou 
complète lors de l’administration d’hème arginate. Contrairement à notre hypothèse de départ, 
ce ne sont pas les composants de la chaîne respiratoire qui contiennent de l’hème qui sont 
touchés (complexe III, IV et cytochrome c). En revanche, les activités des complexes I, II et 
III sont affectées dans le foie lors de l'exposition phénobarbital. Nous avons vérifié que cette 
diminution d’activités enzymatiques n’était pas due à une diminution de l’expression de ces 
complexes. La respiration à partir des substrats du complexe II, qui est généralement 
privilégiée dans les hépatocytes, est elle aussi significativement affectée par le phénobarbital. 
Les complexes I, II et III contiennent tous des centres fer-soufre qui pourraient être la cible du 
stress oxydatif généré par la surproduction de l'ALA dans l'PAI. Les centres fer-soufre sont 
des petits cofacteurs inorganiques formés par la coordination tétraédrique d'atomes de fer avec 
les groupes de soufre de résidus d'acides aminés. Ces centres fer-soufre sont connus pour 
représenter des cibles critiques pour les espèces réactives de l'oxygène (ROS) (Rötig 2002) 
qui contribuent à la physiopathologie de la PAI (Hermes-Lima 1990). Dans le modèle murin 
que nous avons exploré, les taux de superoxides dismutases cytosolique (CuZnSOD) et 
mitochondriale (MnSOD), connues pour être des marqueurs sensibles de réponse au stress 
oxydatif ne sont pas modifiés ce qui n’est pas en faveur d’un stress oxydant dans ce modèle. 
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Les trois premiers complexes de la chaîne respiratoire constituent tous des points d'entrée 
pour les électrons dans la chaîne respiratoire. Ainsi, nous avons supposé que la diminution des 
substrats énergétiques (NADH2 pour le complexe I et FADH2 pour complexe II) pourrait 
expliquer le défaut de l’oxydation phosphorylante. De plus, la biosynthèse de l'hème est 
étroitement liée au cycle de TCA qui fournie le succinyl-CoA en tant que source de carbone 
pour l'étape initiale de la biosynthèse de l'hème. Nous avons constaté que le cycle de Krebs 
est affecté à au moins trois niveaux, à savoir ceux de la citrate synthase, l'enzyme de 
régulation qui oriente la première étape du flux de TCA et au niveau des deux enzymes 
impliquées dans la synthèse ou l'utilisation de la succinyl-CoA, à savoir α-KGDH (l'un des 
trois enzymes régulatrices du cycle TCA) et la SDH.  
La forte augmentation de l'activité ALAS1 pendant les crises de PAI consomme probablement 
la majorité du succinyl-CoA disponible dans les mitochondries. La soustraction aiguë de ce 
métabolite intermédiaire pourrait modifier le flux de métabolites à travers le cycle de Krebs, 
un phénomène connu sous le nom cataplérose, qui est généralement compensé par des 
réactions anaplérotiques (Nelson 2000). 
Nos résultats, offrent la première démonstration d'une implication transitoire des enzymes de 
la chaîne respiratoire et du cycle de Krebs dans la physiopathologie hépatique de la PAI. 
L’utilisation aigue du succinyl-CoA pour la synthèse de l’ALA durant la crise conduit à une 
cataplérose telle que le cycle de Krebs est incapable de fournir les substrats réduits à la chaîne 
respiratoire. La diminution du NADH2 et FADH2 qui en résulte réduit l’activité des 
complexes I-III, ce qui conduit à une défaillance énergétique. Ces résultats suggèrent un rôle 
bénéfique des siRNA inhibant l’ALAS1 et sont en accord avec le rôle curatif de l'hème 
arginate et de glucides.  
Bien que l'excès de production de précurseurs d'hème dans la PAI soit principalement 
d'origine hépatique, la fonction hépatique est souvent conservée chez les patients et seule une 
minorité d'entre eux montre une augmentation des transaminases.  
Nous avons voulu déterminer dans un deuxième temps si un dysfonctionnement 
mitochondrial similaire affectait aussi le muscle et le cerveau car l’expression clinique de la 
maladie est principalement neurologique. 
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Le métabolisme énergétique mitochondrial s’est révélé sévèrement affecté dans le cerveau et 
le muscle. Dans le cerveau, les activités enzymatiques des complexes I-IV sont 
significativement diminuées sans affecter la respiration. Dans le muscle, lors de l’induction 
par phénobarbital, on observe une réduction de la respiration et une diminution des activités 
enzymatiques des complexes I et II, conduisant finalement à l'effondrement de la production 
d'ATP. Le traitement avec l'hème arginate s’est révélé très efficace pour restaurer cette 
capacité de production d'ATP dans le muscle. 
Bien que le métabolisme énergétique soit affecté dans le foie, le cerveau et le muscle, le 
dysfonctionnement respiratoire observé n’est pas totalement identique dans les trois tissus. 
Ces différences sont probablement dues à la diversité tissulaire des mitochondries et de leur 
protéome. En effet, environ la moitié des protéines mitochondriales ont une expression tissu-
spécifique (Calvo 2010). Fait intéressant, il a été montré que le protéome mitochondrial était 
fortement influencé par la carence en hème dans des hépatocytes de souris en culture (Correia  
2013). Les différents tissus consomment différents substrats énergétiques physiologiques et, 
au niveau fonctionnel, il y a une grande diversité dans les paramètres cinétiques des quatre 
complexes respiratoires (Benard  2006). 
Au final, les résultats de ces deux articles suggèrent que le niveau d’altération de l’oxydation 
phosphorylante est compatible avec l'expression clinique neurologique et musculaire de la 
PAI. Ceci souligne l'importance, déjà bien connue, de fournir aux patients des apports 
énergétiques et de glucides appropriés pour la gestion de la crise aiguë (Delaby 2009). 
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Résultats supplémentaires 
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Dosage de l’activité enzymatique (complexes de la CRM et citrate synthase) et de la 
respiration dans des mitochondries isolées du foie des souris témoins (WT) et cela  avec et 
sans injection en phénobarbital  
(A) Activités enzymatiques des complexes I, II, III, et IV  
(B)  Vitesse de respiration mitochondriale, à l’état II et III, en présence des 
substrats du complexe I : malate et pyruvate (MP) et en présence des substrats 
du complexes II : succinate et roténone (SR) 
Signification statistique P* < 0.05, P** < 0.01   
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(C)  Dosage de l’activité enzymatique (complexe IV de la CRM et la citrate synthase) dans 
des fibres perméabilisés du muscle Soleus des souris témoins (WT) et cela  avec et sans 
injection en phénobarbital.   
 
   
 
(D) Dosage de l’activité enzymatique (complexes de la CRM et citrate synthase) dans des 
fibres perméabilisés du muscle Gastrocnémien des souris témoins (WT) et cela  avec et 
sans injection en phénobarbital.   
  Signification statistique P* < 0.05, P** < 0.01.  
 
 
 69 
Introduction article 3 
L’acide delta amino-levulinique (ALA) est un précurseur de l’hème, formé lors de la première 
étape de la biosynthèse de l’hème et des tétrapyrroles. Cette étape s’effectue au sein de la 
matrice mitochondriale par l’action de l’ALA synthase (ALAS) qui induit la condensation 
d'une glycine et d'un succinyl-CoA. L’ALA  s’accumule dans plusieurs situations 
pathologiques, héréditaires dans le cas des porphyries aiguës ou de la tyrosinémie de type I, 
ou acquise comme le cas de l’intoxication au plomb (saturnisme). 
Le dosage de l’ALA dans les urines est utilisé comme test diagnostic devant un tableau 
clinique évoquant une crise aiguë de porphyrie (Stacpool 2006) ou une intoxication au plomb. 
Le foie est le principal site de production de l’ALA. Chez les patients atteints de porphyrie 
aiguë intermittente (PAI), la concentration plasmatique de l’ALA augmente, pouvant atteindre 
jusqu’à 100 fois la concentration normale. (Onuki 2004) 
La molécule d’ALA  est considérée comme pro-oxydante à des valeurs physiologiques de pH, 
car elle peut engendrer une surproduction de radicaux libres oxygénés (ROS) et du 4,5-acide 
dioxovalérique (DOVA) (Monteiro1986). L’ALA induit probablement des dommages au 
génome nucléaire, ainsi qu'au génome mitochondrial (ADNmt) (Cekite 2007).  Plusieurs 
travaux ont décrit une prévalence augmentée du cancer hépatocellulaire chez les patients PAI 
et cela a été  attribué à l'excès d'ALA. Il a d'ailleurs été démontré que l'incubation des 
mitochondries de rat en présence d'un excès d’ALA cause des dommages oxydatifs à ces 
mitochondries avec altération des structures mitochondriales (Vercesi 1994), (Hermes Lima 
1995).  
Peu d’études se sont intéressées à l’impact  de l’excès d’ALA sur le fonctionnement de la 
chaîne respiratoire mitochondriale. Ogura a pourtant montré que l’ALA stimule le 
métabolisme énergétique en augmentant l’activité du complexe IV (Ogura  2011). 
Le but de notre étude est d'étudier l'effet d'un excès d'ALA sur la fonction énergétique 
mitochondriale dans un modèle de cellules hépatiques humaines (Hep G2). Plusieurs 
concentrations sont utilisées pour mimer les concentrations plasmatiques du sujet sain 
(témoin), de patients porteurs d'une PAI en situation basale ou en état de crise ou encore en 
cas d'intoxication par le plomb.  
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a b s t r a c t
Heme biosynthesis begins in the mitochondrion with the formation of delta-aminolevulinic acid (ALA).
In acute intermittent porphyria, hereditary tyrosinemia type I and lead poisoning patients, ALA is
accumulated in plasma and in organs, especially the liver. These diseases are also associated with
neuromuscular dysfunction and increased incidence of hepatocellular carcinoma. Many studies suggest
that this damage may originate from ALA-induced oxidative stress following its accumulation. Using
the MnSOD as an oxidative stress marker, we showed here that ALA treatment of cultured cells induced
ROS production, increasing with ALA concentration. The mitochondrial energetic function of ALA-treated
HepG2 cells was further explored. Mitochondrial respiration and ATP content were reduced compared to
control cells. For the 300 mM treatment, ALA induced a mitochondrial mass decrease and a mitochondrial
network imbalance although neither necrosis nor apoptosis were observed. The up regulation of PGC-1,
Tfam and ND5 genes was also found; these genes encode mitochondrial proteins involved in mito-
chondrial biogenesis activation and OXPHOS function. We propose that ALA may constitute an internal
bioenergetic signal, which initiates a coordinated upregulation of respiratory genes, which ultimately
drives mitochondrial metabolic adaptation within cells. The addition of an antioxidant, Manganese(III)
tetrakis(1-methyl-4-pyridyl)porphyrin (MnTMPyP), resulted in improvement of maximal respiratory
chain capacity with 300 mM ALA. Our results suggest that mitochondria, an ALA-production site, are more
sensitive to pro-oxidant effect of ALA, and may be directly involved in pathophysiology of patients with
inherited or acquired porphyria.
© 2014 Elsevier B.V. and Soci et e française de biochimie et biologie Mol eculaire (SFBBM). All rights
reserved.
1. Introduction
5-Aminolevulinic acid (ALA) is a heme precursor [1,2] that is
accumulated during the acute attack of porphyria, inherited forms,
as acute intermittent porphyria (AIP) [3] and hereditary tyrosine-
mia type I (HTI) [4,5], or acquired forms as lead poisoning [6,7]. In
patients, detection of elevated levels of ALA is performed using
urine test [8]. Clinical manifestations of porphyria are similar in
patients, such as severe abdominal pain associated to a variety of
neurovisceral symptoms due, at least in part, to increased hepatic
production of ALA [9]. A higher hepatocellular carcinoma incidence
has been previously demonstrated in patients with porphyria
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[10,11], probably due to ALA-induced DNA damage [12]. Damage to
mitochondrial DNA (mtDNA) was also described to be more
important compared to nuclear DNA damage [13e16]
The liver and the brain are the major source of excess pre-
cursor production [17,18]. Although the mechanism through
which ALA is transported to the brain is uncertain, several re-
ports show that accumulation of ALA in the brain may occur
through passive diffusion between the blood/brain barrier [19] or
by speciﬁc active transport of peptides selective transporters
(PEPT2) [20,21]. In the liver, a major site of ALA production and
metabolism, ALA concentration is estimated to reach values close
to 100 mM [22]. In AIP patients, the plasmatic concentration is
4e100 fold higher than in normal individuals (0.1 mM) [23]. It has
been reported that chronic increased levels of ALA could lead to
the generation of free radicals and subsequently to hepatic
carcinogenesis [24e26]
First step of heme synthesis begin in mitochondrial matrix,
and four steps out of eight-take place in the mitochondrion. ALA
synthesis comes from the condensation of a tricarboxylic acid
cycle (TCA) metabolite, the succinyl-CoA, with a glycine, and is
catalysed by the 5-aminolevulinic synthase enzyme. Eight steps
are requested for the ﬁnal product, the heme, which is a crucial
cofactor of key oxidative phosphorylation (OXPHOS) enzymes
such as the ubiquinol-cytochrome c oxydoreductase (complex
III), the cytochrome c oxidase (complex IV) and the cytochrome c
(that performs the electron transport from complex III to com-
plex IV)
ALA is considered as a pro-oxidant molecule at physiological pH
with production of reactive oxygen species (ROS) and 4,5-
dioxovaleric acid (DOVA) [1].It has also been demonstrated that
ALA induces oxidative damage in rat liver mitochondria [27,28] and
generates mitochondrial structure and function alterations [29].
ALA and mitochondrial respiratory chain are important contribu-
tors to ROS production, the oxidative stress playing a central role in
the pathophysiology of both porphyria andmitochondrial disorders
[30,31]. Although Ogura et al. [32] have demonstrated that ALA
administration promotes aerobic energy metabolism, especially
complex IV activity, very few studies have focused on ALA accu-
mulation impact on mitochondrial energetic function.
The aim of the present study was to investigate the energetic
mitochondrial proﬁle in the human hepatocellular carcinoma cell
lineHepG2 cells after administration of ALA. Various concentrations
of ALA were used mimicking plasmatic concentrations in healthy
subjects (0.1 mM ALA) or in patients with AIP and lead poisoning
(1 mMe10 mM) or hepatic concentration (100 mM) as described by
Onuki [22]. We have found that mitochondrial energetic function is
altered inpresenceofALAwithdisturbances affectingmitochondrial
mass and network structure at 300 mM ALA.
2. Materials and methods
2.1. Cell line and growth conditions
The Dulbecco's Minimum Essential Medium (DMEM), Hams'F12
medium, fetal bovine serum (FBS), phosphate buffer saline solution
(PBS), trypsin, L-glutamine and antibiotics were obtained from
Lonza (Verviers, Belgique); the 5-aminolevulinic acid (ALA), oligo-
mycine, antimycine A, mClCCP, from Sigma Aldrich (St Quentin
Fallavier, France)
The HepG2 human hepatocarcinoma cell line was grown in
DMEM-F12 supplemented with FBS (10%), L-glutamine (2 mM),
penicillin G (100 U/ml), streptomycin (2 mM). Cells were grown in
75 cm2 ﬂasks for 24 h at 37  C in a humidiﬁed atmosphere (CO2 5%).
An ALA stock solution (50 mM) in PBS was prepared and further
diluted in PBS at a concentration range of 1e300 mM.
2.2. ALA and HepG2 viability, apoptosis and necrosis
Viability of cells was tested using the trypan blue test. Any
concentration of ALA used affect cell viability (24 h) (data not
shown). Necrosis and apoptosis induced by ALA (1e300 mM) were
evaluated on HepG2 cells by ﬂow cytometry and the Annexin V-
FITC/Propidium Iodide (PI) Kit (Sigma Aldrich) according to the
manufacturer's instructions. Neither apoptosis nor necrosis were
signiﬁcantly detected (data not shown). For further experimenta-
tions, we worked with all the concentrations explored for these
tests.
2.3. Protoporphyrin IX accumulation measurement
Protoporphyrin IX (PpIX) contents in cell samples was measured
using the Cytomics FC 500 MPL cytometer (Beckman Coulter, Vil-
lepinte, France). The excitation and the emission lasers were set to
488 nm and 650 nm, respectively.
2.4. Citrate synthase activity
Citrate synthase (CS) activity was measured on cell lysates
recording the change in optical density at 412 nm of 5, 50-DiThiobis
(2-NitroBenzoic acid) (DTNB), a substrate of CS as previously
described by Desquiret et al. [33].
2.5. mtDNA quantiﬁcation
TotalDNA was extracted from HepG2 cells using DNA Tissue kit
(MachereyeNagel, Gutenberg, France). The samples were quanti-
ﬁed using the NanoDrop® ND-1000 Spectrophotometer (Thermo
Scientiﬁc, France). The quantiﬁcations reaction was performed us-
ing the CFX96™ Real-Time PCR Detection System and the iQ™
SYBR® Green Supermix starting with at least 40 ng/ml of totalDNA
for a ﬁnal reaction volume of 20 ml. Table 1 recapitulates the for-
ward and reverse primers and the annealing/elongation tempera-
tures used. mtDNA quantiﬁcation was normalized by reference to
the actin gene for each sample.
2.6. Measurement of mitochondrial membrane potential in intact
cells
2" 106 Cells were grown as already described by Desquiret [34].
Three days after seeding, cells were collected by trypsinization and
washed in PBS with 10% FBS. The cells were then resuspended in
PBSeFBS 5%-50 mM KCl and incubated with 20 nM cationic ﬂuo-
rescent dye DiOC6(3) in a 96-well plate (10
5 cells per well) for
30 min. The oligomycin [5 mg/ml-inhibition of ATP synthesis] and
mClCCP [10 mM-dissipate the proton gradient] treated wells
received inhibitors before incubation. After washing, the cells were
incubated with PI (8 mg/ml) to check membrane integrity. The
ﬂuorescent intensity was read using Cytomics FC 500 MPL cytom-
eter (Beckman Coulter). Laser excitation of DiOC6(3) was at 484 nm
and emission was read at 511 nm. PI ﬂuorescence was detected at
610 nm.
2.7. O2-production measurement
Production of superoxide in HepG2 cells was assayed using
dihydroethidium (DHE; SigmaeAldrich) which is oxidized to oxy-
ethidium in the presence of superoxide; oxyethidium binds to
nuclear DNA leading to a ﬂuorescence emission (620 nm). 5 " 105
cells are incubated with ALA during 24 h in 6-well plates; super-
natant was removed, cells were washed twice with PBS, trypsi-
nized, then incubated with DHE (3 mM) for 30 min. Cells were
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centrifuged (5 min at 1500 g at Room Temperature [RT]), and
resuspendend in PBS. The ﬂuorescence intensity and the number of
DHE-positive cells after treatment with ALA was measured by ﬂow
cytometry as previously described by De Iuliis et al. [35]. The
experiment was performed in 6 independent cell preparations and
measurements were done in duplicates.
2.8. Western blot analysis
Pellets of 1 106 cells were lysed and stored at!80 "C until used
for western blot analysis. Protein concentration was determined
using the spectrophotometer NanoDrop® ND-1000 (Thermo
Scientiﬁc).Whole-cell lysates were boiled for 10 min at 70 "C.
Twenty mgof proteinwere separated on a 12.5% SDS-polyacrylamide
gel and electroblotted to a PVDFmembrane (AmershamBiosciences,
UK). Membranes were saturated with a 5% non fat milk-TBS-Tween
0.1% solution for 1 h at RT and incubated overnight at 4 "C with the
primary antibody (listed below). Membranes were washed three
times in TBS-Tween 0.1% and incubated with horseradish
peroxidase-conjugated rabbit anti-mouse secondary antibody
(1:20,000) for 1 h at RT. The immunoreactive proteins were visual-
ized using the ECL Western Blotting Detection Reagents kit (Amer-
sham Biosciences). Primary antibodies: monoclonal mouse anti-
MnSOD (1:2000 Abcam, Cambridge, UK); Mfn2 (1:1000 Abcam);
anti-VDAC (1:1000 Abcam) and anti-b-Actin (Sigma Aldrich), VDAC
proteinwas chosen to normalize the expression of Mfn2 because its
expression is not modiﬁed under oxidative conditions [36]. Band
intensities were quantiﬁed using Chemicapt software. The experi-
ment was performed in 4 independent cell preparations and mea-
surements were done in duplicates.
2.9. Respiratory parameters in intact cells
We investigated the respiratory parameters in intact cells by
polarography with a Clark-type oxygen electrode (Oroboros
Oxygraph-2k, Oroboros, Innsbruck, Austria) as described previously
by Loiseau et al. [37]. The basal respiration rate of intact cells
(4e5  106 cells resuspended in 200 ml DMEM at 37 "C) was deter-
mined by measuring the linear rate of oxygen consumption. The
non-phosphorylating respiration ratewas recorded after addition of
oligomycin (8 mg/ml). The maximal uncoupled respiration rate was
measured after addition of 0.5e5 mM of the uncoupler carbonyl cy-
anide 4-(triﬂuoromethoxy)phenylhydrazone (FCCP). The mito-
chondrial respiratory control ratio (RCR) of the cells was calculated
as the ratio the “FCCP respiration” versus the “oligomycin” respira-
tion. The experiments were also performed in the presence of
MnTMPyP, ananti-oxydant that acts as aROS sensor. Theexperiment
was performed on 14 independent cell preparations.
2.10. Analysis of lactate and pyruvate
Lactate concentration in the culture media was determined by
spectrophotometry (Hitachi-Roche apparatus, Roche Diagnostics
GmbH, Mannheim, Germany). Pyruvate concentration was deter-
mined by measuring NADH concentration decrease in the presence
of the lactate dehydrogenase enzyme using spectrophotometry
(340 nm). Lactate and pyruvate productions were normalized to
total cellular protein content, which was assayed by the bicincho-
ninic acid assay kit (Uptima, Interchim, Montluçon, France) using
bovine serum albumin as the standard.
2.11. Mitochondrial enzyme activities
All assays were performed on cell lysates as described by Des-
quiret [34]. Cytochrome c oxidase activity was measured as already
described by Horie [38]. After three freezing/thawing cycles, the
absorbance resulting from the oxidation of reduced cytochrome c
(550 nm) was recorded. The activity of complex I (NADH:Ubiqui-
none oxidoreductase) was determined bymonitoring the oxidation
of NADH at 340 nm as described by Kuznetsov and Gnaiger [39].
The complex II (Succinate Ubiquinone Reductase) activity was
measured by following the reduction of 2,6-dichlorophe
nolindophenol (DCPIP) at 600 nm as described previously by
James et al. [40]. The complex III activity was measured after a
frozen-thawing step as described by Rustin [41]. The experiment
was performed on 6 independent cell preparations and measure-
ments were done in duplicates. Sigma Aldrich provides all chemical
products.
2.12. ATP and ADP cellular concentration measurement
After the ALA treatment, cells were harvested by trypsinization,
washed with PBS, centrifuged at 1500 g for 5 min at RT and
resuspended (PBS). Cell number was obtained using a Malassez
chamber. 106 cells were resuspended in adenylate extraction so-
lution chloroform-methanol (1:1 v/v). Adenine nucleotides were
separated by High-Performance Liquid Chromatography (HPLC)
(Dionex Corp., Sunnyvale, CA) on a IonPac AS11 column (Dionex).
Intracellular ATP and ADP contents were determined using a
standard curve. The experiment was performed on 6 independent
cell preparations.
2.13. Confocal microscopy
Mitochondria were stained using 100 nM MitoTracker® Red dye
(Molecular Probes, Carlsbad, CA) for studying mitochondrial
structure according to the manufacturer's instructions. Cells were
ﬁxed in 3.7% paraformaldehyde for 15 min. Stacks of images were
captured by Zeiss LSM 700 confocal microscope (Carl Zeiss; Jena,
Germany) using a Zeiss Plan-Apochromat X63 oil immersion
objective (NA: 1.4) and z slices of 0,393 mm. Red ﬂuorescence was
excited with a 555 nm laser and the images were captured at a
996  996-pixel resolution. No treated cells (control), exposed cells
to 300 mMor to 1 mMALA for 24 h were quantiﬁed using Zeiss Zen-
light 4.8 software.
2.14. RNA extraction and quantitative real-time RT PCR
Total RNA was isolated from cells using the RNA extraction kit
MachereyeNagel (Hoerdt, France). Quantiﬁcation, degradation and
contamination of the samples were assessed using the Agilent 2100
Bioanalizer (6000 Nano Assays e Agilent Technologies, Waldbronn,
Germany) following the manufacturer's procedure. The samples
were stored at !80 "C until the quantiﬁcation step. For the total
RNA samples, the retrotranscriptions were performed in duplicates
starting each from 0.5 mg of total RNA using the PrimeScript™ RT
reagent kit (Perfect Real Time) as recommended by the manufac-
turer (TAKARA, Ozyme, Saint Quentin en Yvelines, France). The two
reactions were pooled and diluted in order to perform the quan-
tiﬁcation reactions on 40 ng cDNA for a 20 ml ﬁnal reaction volume.
The quantiﬁcations were performed using the iQ™ ® Green
Supermix following the manufacturer's instructions (Bio-Rad,
Hercules, CA) and the CFX96™ Real-Time PCR Detection System
(BioRad). The standards were obtained by PCR performed on total
cDNA of control cells as described previously [42,43]. The forward
and reverse primers used and the corresponding annealing/elon-
gation temperature are summarized in Table 2. Gene expression
was normalized by reference to the actin gene expression for each
sample.
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2.15. Statistical analysis
Signiﬁcant differences (p < 0.05) between the treated groups
and the control were assessed using a non-parametric Man-
neWhitney test. Results are expressed as mean ± S.E.M.
3. Results
3.1. ALA induces the Protoporphyrin IX (PpIX) accumulation in
HepG2 cells
PpIX, the heme precursor synthesized in the mitochondrial
matrix was signiﬁcantly accumulated (900%, p < 0.01) in HepG2
cells after 24 h of 300 mMALA treatment compared to control group
(Fig. 1). For a 100 mM ALA treatment, the accumulation of PpIX was
about 150% but not signiﬁcant (p ¼ 0.08) versus control. This in-
crease of PpIX rate suggests that ALA entry in HepG2 cells is, at least
in part, dedicated to heme biosynthesis pathway.
3.2. Diminution of the mitochondrial mass following a 300 mM ALA
treatment
We explored the mitochondrial content by performing the
spectrophotometric analysis of the citrate synthase (CS) activity
and the quantiﬁcation of the mtDNA by quantitative PCR (Fig. 2).
Both mtDNA content and CS activity remained unchanged at ALA
concentrations lower that 100 mM. However, 300 mM ALA reduced
mtDNA content by 50% (p < 0.05) and CS activity by 71% (p < 0.01)
compared to control cells. These results suggest a decrease in the
mitochondrial mass for a 300 mM ALA administration, without
apoptosis or necrosis (Fig. S1).
3.3. ALA induces cell hyperpolarization associated with ROS
production in HepG2 cells
After treatment with various concentrations of ALA, the HepG2
cells displayed a signiﬁcant increase for the mitochondrial mem-
brane potential as reﬂected by the enhanced ﬂuorescence signal
detected; with þ51% increases for 1 mM ALA to þ290% increases for
300 mMALA (Fig. 3A). Under the same conditions, DHE ﬂuorescence
increases in an ALA concentration-dependent manner with a sig-
niﬁcant increase for 10 mMALA (p < 0.05) to 300 mMALA (p < 0.001)
(Fig. 3B). The ROS production was also accompanied by the signif-
icant up-regulation of the mitochondrial superoxyde dismutase
isoform MnSOD (Fig. 3C).
3.4. Mitochondrial respiration is altered in the presence of ALA and
corrected by the presence of antioxidant MnTMPyP in HepG2 cells
Twenty four hours 300 mM ALA treatment induced respectively
a 67%, 68% and 86% decrease of routine, “oligomycin-insensitive”,
and uncoupled respirations. The respiratory control ratio (RCR) was
also modiﬁed at this concentration (78% reduction). No signiﬁcant
change in routine and “oligomycin-insensitive” respirations was
observed with the other concentrations tested. However, the
maximal capacity of the respiratory chain (uncoupled respiration)
decreased signiﬁcantly (p < 0.05) for the 10 mM (42% reduction) and
100 mM (47% reduction) ALA treatments (Fig. 4).
Under the same conditions, lactate and pyruvate productions
were not signiﬁcantly different between control and ALA-treated
cells (Fig. 5).
We then assessed the respiration rates of HepG2 cells treated
with 300 mM ALA (control: PBS) in presence or not of the antioxi-
dant Manganese(III) tetrakis(1-methyl-4-pyridyl) Porphyrin
(MnTMPyP). In with the presence of MnTMPyP, the routine, “oli-
gomycin-insensitive” and maximal respirations were signiﬁcantly
enhanced compared to control cells still maintaining the RCR.
However, incubation with MnTMPyP prevented the decrease of
mitochondrial respiration induced by 300 mM ALA treatment. Thus,
no signiﬁcant differences were found between both control-
MnTMPyP and 300 mM ALA-MnTMPyP (Fig. 6).
Fig. 1. The Protoporphyrin IX (PpIX) content measured by ﬂow cytometry. HepG2 cells
were incubated 24 h with ALA (1e300 mM), then washed, resuspended in PBS and
analysed by ﬂow cytometry. Results are expressed as the percentage versus control. Ten
thousand events were considered for each condition. Values are expressed as
means ± S.E.M. We measured 6 samples per group. **p < 0.01 vs control.
Fig. 2. Citrate synthase activity and mtDNA quantiﬁcation. A. The CS activity was measured on cell lysates recording the DTNB optical density reduction at 412 nm **: p < 0.01:
signiﬁcant differences versus control (Ctrl). B. mtDNA copy number was deduced from the ratio of ND5 to b-Actin genes quantiﬁcation. DNA level was determined by real-time PCR
in HepG2 cells treated or not (control) with ALA (1e300 mM) for 24 h (n ¼ 6). Results are expressed as mean ± SEM. *: p < 0.05: signiﬁcant differences versus control (Ctrl).
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3.5. Enzymatic activities of mitochondrial complexes and ATP
concentration are diminished in HepG2 cells treated with ALA
Compared to control cells, 300 mM ALA treatment induced a
drastic decrease in complex I (p < 0.01), complex II (p < 0.001) and
complex IV (p < 0.01) activities (66%, 80% and 72% respectively); no
signiﬁcant difference was observed in complex III activity. But
technical limitations prevents from accurately measuring complex
III. Therefore the lack of signiﬁcant statistical conclusions con-
cerning complex III variations may be related to the large standard
error of the mean (SEM) observed in the control group (Fig. 7). The
ATP and ADP concentrations explored in the same conditions,
revealed a signiﬁcant decrease in ATP concentration for the ALA
treatments (1e300 mM). The ATP/ADP ratio was also signiﬁcantly
decreased for the 100 mM and 300 mM ALA treatments (Fig. 8).
3.6. Fragmentation of the mitochondrial network in HepG2 cells
treated with 300 mM and 1 mM ALA
Themitochondrial network was studied by imaging HepG2 cells
with a speciﬁc marker of mitochondria, the MitoTracker Red dye.
Control cells were compared with ALA-treated cells (300 mM and
1 mM). In the control cells, mitochondria were interconnected and
formed a balanced network. In contrast, for the 300 mM and 1 mM
ALA treatments, the mitochondrial network was highly fragmented
with a higher proportion of shorter mitochondria (Fig. 9). Then,
Fig. 3. Mitochondrial potential determination, ROS production and MnSOD expression. A. Determination of mitochondrial membrane potential. Fluorescence of control (PBS) and
treated cells (1e300 mM ALA) pre-stained with DiOC6(3) (20 nM) was determined by ﬂow cytometry. Residual ﬂuorescence emitted in the presence of 10 mM mClCCP was sub-
tracted from the ﬂuorescence of cells incubated with oligomycin (5 mg/ml). Data are expressed in arbitrary units, compared to control and expressed as means ± S.E.M. The
experiment was performed in 6 independent cell preparations measured in triplicate. Laser excitation of DiOC6(3) was at 484 nm and emission was read at 511 nm. PI ﬂuorescence
was detected at 610 nm *: p < 0.05, **p < 0.01. B. HepG2 cells O2
 production measurement by ﬂow cytometry using dihydroethidium (DHE) following 24 h of ALA treatment
(1e300 mM e control: PBS). The experiment was performed in 6 independent cell preparations. Data are expressed as the percentage of ﬂuorescence intensity versus control values
and expressed as means ± S.E.M. *p < 0.05, ***p < 0.001 versus control. C. Expression of MnSOD protein in HepG2 cells. HepG2 cells were cultured in the presence of various ALA
concentrations (1e300 mM e control: PBS) for 24 h. Protein extracts were subjected to Western blotting using MnSOD and Actin primary antibodies. After incubation with the
horseradish peroxidase-conjugated rabbit anti-mouse secondary antibody, the emitted signals were quantiﬁed (in duplicates). The experiment was performed in 4 independent cell
preparations Results are expressed as ratio MnSOD/actin (means ± S.E.M.) measured. *p < 0.05, **p < 0.01 versus control.
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Western blotting of Mitofusin 2 protein level (MFN2) was
normalized with VDAC protein (expression is not modiﬁed), it
showed a signiﬁcant decrease of protein expression for
100 mMe300 mM ALA-treated cells (Fig. 9).
3.7. Expression of PGC1, Tfam, NRF1, ND5, ATP synthase, MFN2, and
UCP2 genes
Expression of mitochondrial biogenesis markers was explored
in HepG2 cells treated with 1e300 mM ALA. The expression of
PGC1a and ND5 increased signiﬁcantly for respectively 10e300 mM
and 100e300 mM ALA treatments. Although not always signiﬁcant,
most of the quantiﬁed biogenesis factors (Tfam, NRF1, ATP synthase
and MFN2) show similar patterns (Fig. 10). Interestingly, a signiﬁ-
cant decrease in UCP2 mRNA levels was detected in HepG2 cells
after 24 h of incubation with 300 mM of ALA (Fig. S2).
Fig. 4. Respiration rates of HepG2 intact cells incubated for 24 h with various concentrations of ALA (1e300 mM-Control: PBS). The cell respiration (routine, oligomycin insensitive
and uncoupled respirations) was measured on a 5.106 cell suspension. Respiratory control ratio (“uncoupled”/“oligomycin” ratio) is also presented here. Results were obtained from
14 independent experiments.*p < 0.05, **p < 0.01 versus control.
Fig. 5. Measurement of lactate and pyruvate concentrations. Cells were ﬁrst seeded
and treated with ALA (1e300 mM-Control: PBS). 24 h after seeding, the culture medium
was removed and analyzed for lactate and pyruvate concentrations. The experiment
was performed in 11 independent cell preparations. Results are expressed as lactate
versus pyruvate ratio. Values are expressed as means ± S.E.M.
Fig. 6. Respiration rates of HepG2 intact cells after a 24 h treatment with ALA (300 mM-Control: PBS) in presence of MnTPyP, a Manganese SOD mimetic. Cells were ﬁrst incubated
for 30 min with 100 mM MnTPyP, then 24 h with 300 mM ALA. Respiration (routine, “oligomycin insensitive” and “uncoupled”) was recorded on a 5.106 cell suspension. The
experiment was performed on 6 independent cell preparations. Respiratory control ratio (uncoupled/“oligomycin insensitive” ratio) is also presented here.*p < 0.05, **p < 0.01
versus control.
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4. Discussion
The present study shows that ALA is directly implicated in
mitochondrial toxicity in a concentration-dependent manner. At
higher concentrations than 100 mM, pharmacologically active dose
used for photodynamic therapy [44,45], ALA treatment induces a
mitochondrial mass reduction, which is accompanied by the
decrease of complexes activities and mitochondrial respiration. In
addition, ALA treatment induces an increase of oxidative stress that
is accompanied with up-expression of MnSOD and changes in the
mitochondrial membrane potential. Interestingly, incubation with
a membrane permeant mimetic of SOD prevents the decrease in
mitochondrial respiration induced by ALA. For ALA concentrations
ranged between 1 mM and 100 mM, the routine and oligomycin
insensitive respiration rates were not affected, whereas maximal
respiration was diminished. The lactate and pyruvate productions
are unchanged compared to control, indicating that metabolic
adaptation of HepG2 cells does not require increased glycolytic
activity. Elevated blood lactate concentration has been previously
evidenced in chronically ALA-treated rats suggesting that ALA itself
could induce OXPHOS dysfunction [46]. It should be noted that we
also observed the disruption of mitochondrial function using MTT
assay (data not shown).
The effects of ALA accumulation are suspected to be related to
ALA pro-oxidant properties [47]. Thus, it has been previously
shown that, in the presence of ALA, HepG2 cells are particularly
sensitive to oxidative damage on mitochondrial and nuclear DNA
[22]. In this respect, the administration of ALA, whatever the con-
centration, induces a mitochondrial membrane hyperpolarization
with an increase ROS production and a decrease ATP content
indicating that ALA induces an important metabolic stress on
mitochondria. The pro-oxidant properties of ALA have been well
demonstrated in the nervous system [48e51], and proteins as UCP2
are known to negatively modulate ROS production. To further
explore the molecular basis of our observations, we studied the
UCP2 gene expression. The signiﬁcant decrease of UCP2 expression
following the 300 mM ALA treatment indicates that ROS neutrali-
zation is managed by another mechanism. We also showed that
mitochondria enhanced MnSOD expression levels suggesting that
mitochondria enhance its detoxiﬁcation activity.
Fig. 7. Enzymatic activities of the respiratory chain complexes of HepG2 cells treated with ALA (1e300 mM-Control: DMEM-F’12) for 24 h. After a step of freezing/thawing and
sonication if needed (complex I), the cells were resuspended in a phosphate buffer. assayed for the mitochondrial complexes activities. The experiment was performed on 6 in-
dependent cell preparation and measurements were performed in duplicate.**p < 0.01, ***p < 0.001 versus control.
Fig. 8. ATP and ADP cellular content measurement. 1.106 cell pellets were used to determine intracellular ATP and ADP contents. ATP/ADP ratio was calculated. Results are expressed
in pmol of ATP/106 cells. The experiment was performed on 6 independent cell preparations. Values are expressed as means ± S.E.M.*p < 0.05, **p < 0.01 versus control.
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The key enzymes of PpIX synthesis are localized in the mito-
chondrial matrix; highly reactive ROS generated by PpIX photo-
activation would then react primarily in this compartment [52,53].
In the present study, we demonstrated that exogenous ALA is
metabolized, at least in part, by the heme biosynthesis pathway.
Indeed, PpIX measurement showed a 900% accumulation of PpIX in
cells treated with ALA as already described by Bhowmick [54].
Navarro [55] shows that elevated levels of PpIX modiﬁed
intracellular ATP requirements as well as hepatic mitochondrial
respiratory chain enzymatic activities. In a recent study, a mito-
chondrial prematuremembrane damage was shown to inhibit PpIX
[56]. Our data suggest that, after a 300 mM ALA treatment of cells,
PpIX may generate the mitochondrial metabolic disturbances
observed via the ROS production.
To verify whether the effects induced by ALA treatment on
mitochondrial respiration are mediated by ROS, we treated the
Fig. 9. Mitochondrial network fragmentation in HepG2 cells treated with 300 mM or 1 mM ALA. The HepG2 24 h treated cells were studied using confocal microscopy after staining
with the MitoTracker Red dye: A. Control cells; B. 300 mM ALA treated cells; C. 1 mM ALA treated cells. Scale bar: 5 mm. D. Western blotting using Mfn2 and VDAC primary antibodies.
E. Signal quantiﬁcation of the western blot spots for Mfn2 and VDAC (performed in duplicates). The experiment was performed on 4 independent cell preparations. Values are
expressed relative to control as means ± S.E.M. *p < 0.05 versus control.
Fig. 10. Quantitative real-time RT PCR for mitochondrial biogenesis markers in HepG2 cells treated with ALA (1e300 mM-Control: DMEM-F012) for 24 h. Total RNA was extracted
from cells. The quantitative PCR was performed in duplicates on 40 ng of cDNA to explore the expression of PGC1-a, NRF1, TFAM, ATP synthase, ND5, MFN2 and b-Actin. cDNA levels
were standardized with cDNA level of b-Actin. The experiment was performed in 6 independent cell preparations. Values are expressed as means ± S.E.M. *p < 0.05 versus control.
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HepG2 cells with 300 mM ALA and the membrane permanent
mimetic SOD, MnTMPyP [57]. Interestingly, MnTMPyP prevented
the ALA-induced alterations on mitochondrial respiration. These
results support the hypothesis of pro-oxidant effects of ALA on
mitochondrial function.
Mitochondrial disturbances are known to amplify mitochon-
drial biogenesis signaling to the nucleus [58]. The ﬂow of metab-
olites or the structural changes of the organelle itself may be part of
this signaling. For the 300 mM ALA treatment, we observed ALA
induced a mitochondrial network imbalance, favoring ﬁssion, and
probably due to excessive ROS production. The expression level of
MFN2, a mitochondrial protein involved in fusion, showed that this
protein is down regulated for the 100 mM ALA treatment. These
changes in mitochondrial bioenergetics and morphology inﬂuence
the expression of nuclear genes, which would in back regulate
mitochondrial function and therefore cellular metabolism as pre-
viously described in HepG2 cells by Desquiret et al. [33]. Among the
mitochondrial biogenesis actors described in the literature, we
explored the expression of PGC1a, NRF1, Tfam, ATPsynthase and
ND5. PGC1a and ND5 were found signiﬁcantly increased for
respectively 10e300 mM and 100e300 mM ALA treatments,
respectively. It is plausible that pro-oxidant effects of ALA treat-
ment stimulated mitochondrial biogenesis, by a positive feedback
of PGC1alpha and ND5 expressions in order to compensate the
impairment of mitochondrial function. Our data conﬁrm the
modulation of the mitochondrial-nuclear dialog when cells are
exposed to ALA. We notice some of these factors are modulated
only with 1 mM ALA, which is the plasmatic concentration in AIP
and lead poisoning patients. These results suggest a major impli-
cation of ALA in porphyria.
To our knowledge, the present study is the ﬁrst to show the
direct effect of ALA on mitochondria with alteration of structure,
respiration and membrane potential. This ALA induced mitochon-
drial stress was prevented by an antioxidant opening new thera-
peutic approaches for patients with ALA accumulation.
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Discussion Article 3 
Les résultats de cette étude mettent en évidence des effets toxiques, doses-dépendantes, de 
l’ALA sur la mitochondrie et son métabolisme. 
Le traitement des cellules hépatiques par l'ALA induit une diminution de la masse 
mitochondriale accompagnée d'une baisse de l’activité des complexes de la CRM. Il induit 
également un stress oxydant dont témoigne l’augmentation de l’expression de la super-oxyde 
dismutase mitochondriale (MnSOD), enzyme inductible dont la fonction est la détoxification 
des espèces oxygénées réactives (ROS). 
Le traitement par l'ALA ne montre pas de modification des ratios lactate/pyruvate, 
contrairement à une précédente étude chez un autre modèle animal (rat) qui montrait une 
augmentation des taux du lactate induit par une administration chronique d’ALA (Pereira 
1992). Cela montre que les cellules HepG2 n’ont pas stimulé le métabolisme glycolytique à la 
suite de l’exposition à des différentes doses d'ALA. 
Les effets toxiques d’ALA sont reliés à des particularités pro-oxydantes de cette molécule 
(Flistyn 2008). Il avait déjà été montré que l’exposition chronique à l'ALA cause des 
dommages aux génomes nucléaires et mitochondrial (Onuki 2004). En outre, des effets pro-
oxydants ont été démontrés dans le tissu nerveux (Bechara 2007). Nous pensons que 
l’administration de l’ALA induit, même à faible concentration, une hyperpolarisation de la 
membrane cellulaire avec une surproduction de ROS, ainsi qu'une baisse de la quantité d’ATP 
synthétisée.  
Des protéines, telles que l’UCP2, sont utilisées par la cellule pour moduler la production des 
ROS. Dans notre étude nous trouvons que l’expression de cette protéine baisse à la suite du 
traitement des cellules par une concentration d’ALA supérieure ou égale à 300 µM, ce qui 
laisse penser que les cellules Hep G2 utilisent un autre mécanisme pour s’adapter au stress 
oxydant induit par l’ALA. Nous retrouvons par ailleurs une augmentation de l’activité de 
l’enzyme MnSOD mitochondriale, enzyme connue pour ses effets de détoxification des ROS, 
ce qui pourrait expliquer l'absence de stimulation transcriptionnelle des protéines UCP.  
La protoporphyrinogène oxydase, septième enzyme de la voie de biosynthèse de l’hème, 
prend place dans la matrice mitochondriale. Son produit, la protoporphyrine IX, est une 
molécule photo-active dont l'activation aboutit à une surproduction de ROS (Peng 1997). 
Nous montrons que les cellules exposées à l’ALA accumulent, d’une manière importante, la 
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protoporphyrine IX (+900%). Navarro a montré que l’accumulation de protoporphyrine IX 
dans la cellule hépatique modifie son besoin en ATP ainsi que l’activité des enzymes de la 
chaîne respiratoire mitochondriale. 
Les cellules hépatiques HpG2 incubées avec l'ALA à la concentration de 300 µM  accumulent 
la protoporphyrine IX qui, à son tour, perturbe le fonctionnement mitochondrial à travers une 
surproduction des ROS. 
Les effets mitochondriaux d'une concentration de 300 µM d’ALA sont corrigés en présence 
d’un produit antioxydant (MnTMPyp, Takeuchi1994). Ceci semble confirmer que les ROS 
participent aux effets de l’ALA sur la fonction énergétique mitochondriale. 
L'analyse, en microscopie confocale, montre que le réseau mitochondrial subit une 
fragmentation significative par augmentation du processus de  fission à la suite d'une 
exposition à des doses élevées d'ALA à (300 µM et 1 mM). En outre, nous retrouvons un 
niveau très abaissé de MFN2, protéine impliquée dans la fusion mitochondriale, à partir d’une 
exposition d’ALA de 100 µM. 
Parallèlement à cette perturbation morphologique, la biogenèse mitochondriale est stimulée. 
Nous observons une augmentation significative de l’expression de deux gènes nucléaires 
impliqués dans la biogenèse mitochondriale, PGC1α et ND5. Cette augmentation de la 
biogenèse s'expliquerait par une stimulation du dialogue nucléo-mitochondrial induite par 
l'excès de ROS traduisant la souffrance mitochondriale. 
Cette étude montre les effets néfastes de l'ALA (et peut-être des précurseurs de l'hème) sur la 
fonction énergétique mitochondriale, le potentiel de membrane ainsi que la morphologie du 
réseau mitochondrial. Ces effets sont très probablement consécutifs à un stress oxydant vis-a-
vis duquel les mécanismes de détoxification se sont montrés insuffisants. 
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L’implication de la mitochondrie a été proposée pour expliquer la physiopathologie de 
certaines pathologies liées au déficit de synthèse de l'hème tells la porphyries aiguë 
intermittente PAI (Hermes-Lima  1991 ; Vercesi 1994 ; Onucki  2004, Navarro  2005 ; Ogura  
2011 ; Besur 2014). 
Notre projet de thèse était d’étudier la fonction énergétique mitochondriale en situation de 
blocage de la synthèse de l'hème. Pour cela, nous avons analysé la porphyrie aiguë 
intermittente (PAI) qui est la porphyrie hépatique la plus sévère (Ventura 2014). 
Notre étude s'est appuyée sur une approche expérimentale utilisant deux modèles. Le premier 
modèle  in-vivo est un modèle murin mimant biochimiquement la crise de PAI sur lequel  
nous avons étudié le métabolisme énergétique mitochondrial dans un modèle murin 
transgénique disposant une activité résiduelle à 30% de HMBS (Meyer 1998). Cette étude 
nous a permis d’étudier la mitochondrie dans son environnement physiologique, et cela lors 
d’une activation massive de la voie de synthèse de l’hème suite à l’induction par le 
phénobarbital. Le deuxième modèle in vitro est un modèle de cellules hépatiques humaines, la 
lignée HepG2. Ce modèle a été utilisé pour analyser la répercussion mitochondriale d'un 
excès d'ALA. 
Le modèle animal, s’appliquait à des souris femelles de 8 semaines de vie car la PAI touche le 
plus fréquemment les femme jeunes (Puy 2010). Nous avons étudié la fonction énergétique 
mitochondriale dans 3 tissus différents, le foie, le muscle squelettique et le cerveau. La 
pathologie a une origine hépatique car le foie est le site principal d’accumulation des 
précurseurs d’hème notamment l’acide delta amino-levulinique (Dowman 2012) et ces 
précurseurs diffusent dans l’ensemble de l’organisme à partir du foie (Puy 2010).  
La carence en hème au niveau neurologique ainsi que la neurotoxicité de l’ALA ont été 
proposées comme explication de la physiopathologie de la PAI (Lin  2011 ; Tracy 2014 ; 
Besur 2014) (Fig19). Lors des crises de PAI, les signes neurologiques font partis du tableau 
des crises de PAI (Eun Young ; Neil  2011).  
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Fig19 : Mécanismes de l’atteinte neurologique dans la PAI (Cindy 2011) 
Dans le même modèle murin utilisé dans notre étude Lindberg 1999 a décrit la survenue d’une 
neuropathie de type axonale comme complication à long terme même en absence d’une 
induction par phénobarbital. 
Les signes musculaires comme la myalgie ou la faiblesse musculaire peuvent apparaître chez 
des patients porteurs de PAI, dans les cas sévères, les complications musculaires peuvent 
même menacer le pronostic vital (Wu Cl 2015; Bonkovsky 2014; Albers 2004), les signes 
musculaires représentent  un symptôme fréquent chez les patients atteints d’une cytopathie 
mitochondriale (Sharp 2014). En effet, le tissu musculaire est un grand consommateur de 
l’énergie produite essentiellement grâce à l’oxydation phosphorylante OXPHOS (Heppl 
2014).   
Notre modèle animal nous a permis de mettre en évidence un impact sur le fonctionnement de 
la CRM de la «crise » induite par le phénobarbital. Cet impact s’est traduit par une diminution 
de l’activité des complexes de la CRM. Cette baisse a été partiellement restaurée suite  à 
l’administration de l’hème exogène (Normosang®). La diminution  de l’activité des 
complexes s’accompagne dans le foie et dans le muscle par une baisse de la vitesse de 
respiration mitochondriale et d’une baisse drastique de la synthèse d’ATP dans le muscle. 
Ces modifications ne seraient pas liées à une carence en hème au niveau de la mitochondrie, 
car contrairement à notre attente, l’activité du complexe IV qui contient des hémoprotéines (a 
et a3) était intacte dans le muscle et le foie, le traitement des souris par  l'hème exogène 
(Normosang®) a apporté des améliorations variables sur les paramètres étudiés, par ailleurs 
nous n’avons pas la preuve que ces effets sont dus à la restauration d'une éventuelle carence 
héminique au niveau de la mitochondrie, car l'hème humaine apporté par le Normosang® est 
de type b (Schaer 2013), tandis que l'hème qui rentre dans la structure des complexes de la 
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CRM est de nature a, b, et c. Nous ne pouvons pas par ailleurs confirmer que l'hème exogène 
d’origine humaine agit dans notre modèle murin de la même manière que lorsqu’il est utilisé 
chez les patients PAI, c’est à dire exercer un retro-contrôle négatif sur l'activité de l'ALAS1. 
Il n’est pas exclu que cet effet de l’hème arginate soit en fait dû à l'éloignement chronologique 
de l’induction par le phénobarbital, et l’administration Normosang ®  étant réalisée  48 h après 
l’arrêt de phénobarbital.  Le retour partiel à la normal pourrait ainsi être uniquement du à 
l’atténuation de l’effet du phénobarbital.  
Ce changement du métabolisme mitochondrial ne peut pas être expliqué par la baisse de 
l’expression des protéines mitochondriales car l’expression protéique étudiée par Western 
blots dans le foie n’a révélé aucune différence entre les groupes de souris étudiées.  
Notre étude du modèle (HBMS-/-) a mis en évidence un élément propre à la souris 
transgénique, car dans les trois tissus étudiés et en dehors de l’induction par phénobarbital 
(état basal), nous avons montré une activité spontanément augmentées des complexes de la 
CRM, cette augmentation concerne le complexe I dans le muscle et le II dans le foie et le 
cerveau. Ceci est probablement dû à une adaptation mitochondriale différente chez la souris 
transgénique en réponse à l’activité réduite de l'enzyme  HMBS. 
Le complexe II se partage entre le cycle du Krebs et la CRM  via son activité succinate 
déshydrogénase (SDH). De plus, le cycle du Krebs est connecté à la synthèse de l’hème avec 
l’utilisation d’un  intermédiaire commun, le succinyl-CoA. Cette molécule constitue avec la 
glycine, la première molécule de la voie de biosynthèse de l'hème l'ALA, qui est synthétisée 
par l'enzyme ALAS1 dont l’activité augmente d'une manière spectaculaire lors de la crise de 
PAI (Puy 2010). Dans notre modèle, suite à l’induction par phénobarbital (Lindberg 1996), 
cet emballement de l’activité de l’ALAS1 provoque probablement une carence de la 
biodisponibilité du succinyl Co-A, perturbant ainsi  le fonctionnement du cycle du Krebs. 
Cela est confirmé par la baisse de l'activité de trois enzymes du cycle de Krebs : la citrate 
synthase,  l’alpha cétoglutarate déshydrogénase et la succinate déshydrogénase. La citrate 
synthase et l’alpha ceto-glutarate déshydrogénase agissent en amont du syccinyl-COA tandis 
que la succinate-déshydrogénase agit en aval de cet intermédiaire. Nous pensons donc qu'un 
mécanisme de cataplérose pourrait être à l'origine d'une inhibition du cycle du Krebs et en 
conséquent, responsable du dérèglement du flux des coenzymes réduits nécessaires au 
fonctionnement des complexes de  la CRM (Fig20). 
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Fig20 : Interconnections entre la biosynthèse de l’hème, le cycle du Krebs et l’OXPHOS 
(Homedan  2014) 
Le  déséquilibre entre anaplérose et cataplérose des substrats du cycle du Krebs est décrit dans 
plusieurs maladies héréditaires du métabolisme. Par exemple dans le cas d'un déficit en  acyl-
CoA déshydrogénase des acides gras à chaîne très longues (VLCAD) (maladie due à un 
déficit de  bêta oxydation mitochondriale des acides gras), il a été trouvé que l'administration 
de  l'héptanoate (un acide gras de 7 atomes de carbone) à permis une régression quasiment 
complète des symptômes cardiaques chez trois enfants atteints. L'héptanoate est un acide gras 
à chaîne moyenne qui fournit de l'acétyl CoA, substrat anplérotique du cycle du Krebs. Une 
régression des symptômes musculaires à également été trouvée chez des patients âgé de 5 à 10 
ans atteints d'un déficit en  carnitine palmitoil-transférase II (CPT2) dans sa forme tardive   
(Chabrol 2011).  
Dans le muscle squelettique nous avons montré que l'induction par phénobarbital provoque 
une crise énergétique profonde qui se traduit par une baisse en synthèse d'ATP, de l’ordre de 
50%. Cette baisse drastique n'est pas due à une baisse d'efficacité de la CRM car le ratio 
d'ATP/O n’est pas modifié par le phénobarbital. Cette baisse est plutôt le résultats d'une 
inhibition de l'activité des complexes I, et II de la CRM. Ces modifications ne peuvent pas 
être dues à la préparation de nos fibres musculaires car dans un autre muscle (Soleus) préparé 
parallèlement nous avons trouvé une baisse similaire de la synthèse d’ATP (résultat non 
montré). D’ailleurs, dans les cytopathies mitochondriales, le déficit de l’OXPHOS aboutit à 
une baisse de synthèse d’ATP et cela est la cause principale des manifestations musculaires 
exprimées chez les patients (Milon 2013).  
Dans un deuxième temps, nous avons mené une étude in-vitro afin d'explorer le rôle de 
l'accumulation des précurseurs d'hème notamment l'ALA sur le fonctionnement 
mitochondrial. Nous avons induit une surcharge en ALA sur une lignée cellulaire HepG2 avec 
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concentrations similaires à celles rapportées dans la littérature, chez les patients atteints de la 
PAI ou du saturnisme. Nos résultats montrent clairement des effets toxiques directs de  l'ALA 
sur la fonction énergétique mitochondriale, cette perturbation se traduit  à plusieurs niveaux. 
Sur le plan fonctionnel, comme dans le modèle animal, nous avons noté une baisse de la 
vitesse maximale de la respiration mitochondriale, une diminution de l'activité des complexes 
(I, II et IV) de la CRM et une baisse du contenu en ATP. Sur le plan morphologique, nous 
avons constaté que l’ALA exogène induit une fragmentation du réseau mitochondrial avec 
une augmentation du phénomène du  fission et cela est accompagné par une diminution de la 
masse mitochondriale. Nous avons également observé dans les cellules un effet pro-oxydant 
de l'ALA avec une surproduction de ROS et une augmentation de l’expression de l’enzyme 
détoxifiante MnSOD. Ces effets ont été nettement  améliorés suite au  traitement par un anti-
oxydant. Enfin, sur le plan de la biogenèse mitochondrial, nous avons trouvé une 
augmentation de l'expression de certains acteurs de la biogenèse mitochondriale (PGC1α et 
ND5) en faveur d'une induction de la biogenèse mitochondriale et une réadaptation du 
dialogue nucléo-mitochondrial, en réponse à l'agression par l'ALA accumulée. 
 
En conclusion : Notre étude est la première qui démontre l’implication de l’oxydation 
phosphorylante dans la physiopathologie de la PAI. Les deux approches menés blocage de la 
voie de synthèse de l’hème (in-vivo) et sur l’accumulation de précurseurs de l’hème (in- vitro) 
ont permis de mettre en évidence des perturbations similaires du métabolisme mitochondrial. 
Cela souligne le fait que la PAI en tant que maladie métabolique a un important versant 
énergétique. A ce stade de l’étude nous sommes convaincus que la pathologie ne peut être 
uniquement expliquée par la carence cellulaire en hème et que le déficit énergétique que nous 
avons mis en évidence contribue de manière importante à la maladie. Enfin, ce déficit 
énergétique est parfaitement compatible avec l’expression neuromusculaire de la maladie, par 
analogie avec les maladies mitochondriales.         
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Perspectives  
Dans le but de compléter cette étude nous pourrions envisager les expérimetnations 
suivantes :    
1- Catplérose : Dans le modèle animal, et afin de vérifier l'hypothèse de cataplérose, il 
serait intéressant de doser, après l’administration du phénobarbital, le succinyl-coA et 
les autres intermédiaires du cycle du Krebs. Ces dosages pourraient être réalisés par 
spectrométrie de masse  MS/MS, dans le sang, les urines et les homogénats de tissus. 
Nous envisageons d'étudier dans les mêmes échantillons le ratio NADH+/NAD. Ce 
ratio pourra renseigner sur la disponibilité en coenzymes réduits provenant du cycle du 
Krebs et alimentant la CRM. 
2- Stress oxydant : Il serait important d'approfondir l'étude du stress oxydant dans le 
modèle murin afin de voir s’il est aussi présent dans ce modèle. Celui-ci serait réalisé 
par cytométrie en flux par le dosage  de l’activité et l’expression des enzymes anti- 
oxydantes notamment les superoxides dismutases cytosolique et mitochondriale.  
3- Afin de vérifier le rôle du Normosang®, il est important de refaire l’expérimentation 
en  remplaçant le Normosang® par du sérum physiologique.    
4-  Au niveau génétique et afin de mieux comprendre les différences enregistrées entre 
les souris transgéniques et les souris témoins, il serait intéressant de mener une étude 
d’expression génique afin d’étudier le comportement des gènes codant les protéines 
mitochondriales et de ceux qui contrôlent la biogenèse mitochondriale.  
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La fonction mitochondriale dans un modèle murin de 
Porphyrie Aiguë Intermittente (PAI)
HOMEDAN  CHADI 
Mitochondrial energetic function in a mice model of
Acute Intermittent Porphyria (AIP) 
Les déficits héréditaires de la synthèse de l’hème sont à l’origine de pathologies métaboliques 
appelées porphyries. La plus sévère est une porphyrie hépatique, la porphyrie aiguë intermittente 
(PAI). Des liens métaboliques étroits existent entre la synthèse de l’hème et la mitochondrie. 
L’objectif de ce travail était d’étudier l’impact de la crise aiguë de PAI sur le fonctionnement 
énergétique mitochondrial. Nous avons montré, dans un modèle murin déficitaire en 
hydroxymethylbilane synthase (HMBS) mimant biologiquement la crise de PAI, un 
dysfonctionnement énergétique mitochondrial. L’activité des complexes de la chaîne respiratoire, la 
respiration mitochondriale et l’activité des enzymes du cycle de Krebs se sont en effet révélées 
altérées dans ce modèle, tant à l’état basal qu'après induction par le phénobarbital, et ceci dans le 
foie, le muscle squelettique et le cerveau. Afin d'évaluer les effets d'un excès de précurseurs 
métaboliques de l'hème, nous analysons, dans un modèle cellulaire, l'effet de l’administration 
d’acide délta-aminolévulinique (ALA). Cela provoque une altération, dose dépendante, de la 
fonction énergétique mitochondriale et une surproduction des espèces réactives de l’oxygène 
(ROS). Nos résultats suggèrent un impact profond de la crise de PAI sur la fonction mitochondriale 
in vivo et in vitro, ce qui pourrait expliquer certaines anomalies métaboliques et cliniques de la
maladie. 
Hereditary porphyrias are a group of metabolic disorders of the haem biosynthesis pathway, the 
most severe and important porphyria is the Acute Intermittent Porphyria (AIP). Several metabolic 
links exist between haem biosynthesis and mitochondria, which is an organelle specialized in 
energy production. The aim of this work was to examine the impact of the acute attack of AIP on 
the mitochondrial energetic function. We have shown in a mice model of AIP, with deficiency in the
hydroxymethylbilane synthase (HMBS), a mitochondrial metabolic dyfunction, an important 
alteration in the mitochondrial respiratory complexes activity, and those of Krebs cycle. This 
deficiency concerned the mice at basal state and after induction by phenobarbital in different tissus 
(liver, skeletal muscle and brain). In vitro, the administration of delta-aminolevulinic acid, precursor
of haem accumulating in AIP caused a dose-dependent impairment of mitochondrial function with 
an overproduction of reactive oxygen species (ROS). Our results suggest that acute attack of AIP 
alters the mitochondrial function in vivo and in vitro. This new data allows better understanding of 
the pathophysiology and the clinical expression of this disease. 
MOTS-CLÉS (en français) : 
1 Synthèse de l’hème 4 métabolisme énergétique
2 porphyrie 5 acide délta-aminolévulinique
3 mitochondrie 6 espèces réactives de l’oxygène
